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1 Trafic intracellulaire et 
Membranes 
1.1 La cellule eucaryote est compartimentée  
1.1.1 Ultrastructure de la cellule eucaryote 
La cellule eucaryote est caractérisée par la présence de membranes internes 
définissant des compartiments ayant chacun des fonctions et des propriétés 
spécifiques (Figure 1-1).  
 
Figure 1-1 : Ultrastructure d’une cellule eucaryote animale. Le noyau est le compartiment 
occupant le volume le plus important. Les tubules du réticulum sont étendues dans tout le 
volume du cytoplasme alors que l’appareil de Golgi est concentré autour du centrosome. 
Le noyau renferme les molécules d’ADN indispensables pour l’expression, la 
transmission et la sauvegarde du patrimoine génétique. Il est délimité par une 
double membrane (enveloppe nucléaire) communiquant avec le cytoplasme grâce 
aux pores nucléaires. 
Le réticulum endoplasmique est en continuité avec l’enveloppe nucléaire. Il 
forme un réseau de tubules dynamiques et étendu dans le cytoplasme. Il est aussi 
en contact étroit avec la plupart des autres compartiments au niveau de sites de 
contact (MCS, membrane contact sites). Le réticulum est spécialisé dans les 
synthèses (traduction des protéines grâce aux ribosomes qui lui sont associés, 
synthèse des sucres et des lipides) 
Les mitochondries sont des organelles à double membrane qui forment, 
comme le réticulum, un réseau cytoplasmique. Elles ont pour origine 
l’endosymbiose d’une bactérie par l’ancêtre des cellules eucaryotes. Elles en 
conservent les vestiges dans leur ADN circulaire codant. Les mitochondries sont 
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spécialisées dans la production d’énergie sous forme d’ATP grâce à la chaîne de 
phosphorylation oxydative insérée dans leur membrane interne. 
Inversement, les saccules de l’appareil de Golgi sont, dans les cellules 
animales, concentrées autour du centrosome. L’appareil de Golgi est une organelle 
complexe dont l’organisation et le fonctionnement ne sont pas encore totalement 
établis. Dans les levures ou les cellules végétales, les saccules de l’appareil de Golgi 
sont dispersées dans le cytoplasme.  
Le système endosomal permet le recyclage et le tri des protéines de la 
membrane plasmique. L’endosome précoce dérive de la fusion de vésicules 
d’endocytose. Il est ensuite maturé en endosome tardif (aussi appelé corps 
multivésiculaire – MVB, multivesicular body – en raison du bourgeonnement de 
vésicules intraluminales) qui finira par fusionner avec les lysosomes dont les 
enzymes lytiques assureront la dégradation de son contenu.  
Les peroxysomes sont des petites vésicules sphériques impliquées dans la 
dégradation des acides gras. Ils contiennent des enzymes d’oxydation, à partir 
d’oxygène moléculaire, induisant la formation de peroxyde d'hydrogène (H2O2) 
toxique. Les peroxysomes ont donc aussi un rôle dans la détoxification des espèces 
réactives de l’oxygène (ROS, reactive oxygen species). 
Les levures et les cellules végétales contiennent une ou plusieurs vacuoles, 
organelles amorphes délimitées par un tonoplaste (membrane). Les vacuoles ont un 
rôle dans l’équilibre hydrique et la pression de turgescence dans les cellules 
végétales. Elles ont aussi un rôle de défense car elles permettent d’isoler des 
composants potentiellement toxiques pour la cellule. 
Enfin, les cellules végétales possèdent des plastes, issus, comme les 
mitochondries, d’une endosymbiose dont ils conservent les vestiges sous la forme 
d’un ADN circulaire et d’une double membrane. Selon les cellules, les plastes 
peuvent se spécialiser dans une fonction. Ainsi, les chloroplastes qui réalisent la 
photosynthèse ont des structures membranaires internes (thylakoïdes) où se 
trouvent les pigments photosynthétiques (chlorophylle). Les chromoplastes 
synthétisent des pigments autres que la chlorophylle (carotènes par exemple) et 
sont responsables de la couleur des fruits et des fleurs. Certains plastes sont 
spécialisés dans l’accumulation de molécules de réserve : 
- les amyloplastes contiennent des grains d’amidon,  
- les oléoplastes contiennent des lipides sous forme de corps lipidiques, 
- les protéoplastes contiennent des protéines sous forme de corps cristallins. 
Cette compartimentalisation de la cellule permet de séparer physiquement des 
processus cellulaires distincts comme la synthèse protéique au niveau du 
réticulum endoplasmique ou la glycosylation des protéines dans l’appareil de Golgi.  
1.1.2 Organisation du trafic intracellulaire des protéines 
Une cellule vivante est caractérisée par des flux de matière, d’information et 
d’énergie entre ses différents compartiments. Les flux de macromolécules 
(protéines, lipides et glucides) dépendent de processus actifs, dirigés et finement 
régulés dont les mécanismes ne sont pas entièrement élucidés.  
Les protéines sont synthétisées par les ribosomes dans le cytoplasme et 
assurent leur fonction dans un compartiment spécifique. L’adressage des protéines 
 dépend de leur séquence qui contient les informations de destination sous forme 
d’étiquette moléculaire. Une étiquette moléculaire 
aminés consensus spécifiquement reconnu
l’adressage d’une protéine dans un compartiment donné
signal peut être clivé lors de la translo
exemple les protéines du réticulum endoplasmique possèdent un peptide signal à 
l’extrémité N-terminale de la protéine qui est reconnu lors de la traduction de la 
protéine. La protéine est ainsi transloqué
cours de sa traduction (Figure 
Figure 1-2 : Principe de translocation des protéines dans le réticulum endoplasmique (ER). 
Le peptide signal se trouve à l’extrémité N
première partie traduite. Ce signal est reconnu par une SRP (
induit une pause dans la traduction et un recrutement du complexe ribosome
peptide sur la membrane du réticulum endoplasmique grâce à un récepteur des ribosomes 
et un récepteur de la SRP. La SRP est alors re
traduction et le transport cotraductionnel de la protéine dans le réticulum endoplasmique. 
Le peptide signal peut être conservé, 
être clivé ce qui permet de 
endoplasmique.  
Le transport transmembranaire (
protéines à travers la membrane du compartiment après leur traduction grâce à 
l’activité de translocons 
mitochondriales et chloroplastiques codées par le génome cellulaire sont adressées 
de cette façon. De même, il existe un signal de translocation pour les enzymes 
peroxysomales (PTS1 et PTS2) 
Les protéines nucléaires sont transloquées dans le noyau 
nucléaires (Figure 1-3). Les pores nucléaires sont des assemblages 
supramoléculaires insérés dans l’enveloppe nucléaire 
flux entrants et sortants de protéines (facteurs de transcription, 
histones, etc.) et d’acides aminés (ARN principalement). Le NLS (
sequence) permet à une protéine d’être transloquée dans le noyau. Inversement, le 
NES (nuclear export sequence
sont des processus finement régulés.
Enfin, les protéines synthétisées dans le réticulum endoplasmique peuvent 
être insérées co-traductionellement dans la membrane ou sécrétées dans la lumière 
du réticulum (Figure 1-2). 
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e par des récepteurs et permettant 
 (peptide signal)
cation de la protéine ou être conservé. Par 
e dans le réticulum endoplasmique au 
1-2).  
-terminale de la protéine et en 
signal recognition particle
-larguée, entrainant la reprise de la 
sous la forme d’un domaine transmembranaire ou 
libérer une protéine soluble dans la lumière du réticulum 
Figure 1-3) correspond à la translocation de 
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 d’étiquette moléculaire. Une fois traduite dans le réticulum, les protéines sont 
transportées vers le Golgi dans des intermédiaires de transport 
membrane (les vésicules).  
Figure 1-3 : Schéma des voies de trafic des protéines dans la cellule. Les protéines 
peuvent se déplacer d’un compartiment à un autre par un transport transmembranaire 
(flèche bleues et cas particulier des pores nucléaire
vertes).  
Le transport vésiculaire peut être 
directionalité (Figure 1-4) :
- le flux antérograde, du réticulum vers la membrane plasmique permet 
l’adressage des protéines à la membrane ou de secréter des protéines 
dans le milieu extracellulaire (voie sécrétoire),
- le flux rétrograde, per
du Golgi vers le réticulum endoplasmique,
- la voie endocytaire, permet d’ab
extracellulaire. 
Le trafic vésiculaire entre le réticulum et le Golgi est la première étape de tri 
des protéines nouvellement synthétisées dans le réticulum. Les protéines sortent 
du réticulum au niveau des ERES (
homotypique des vésicules permet de former un compartiment intermédiaire 
(ERGIC, ER-Golgi intermediate compartment
Golgi.  
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Figure 1-4 : Schéma de l’organisation du trafic vésiculaire entre le réticulum endoplasmique 
(ER) et le Golgi (modifié d’après [2]). Les étapes sont indiquées par des flèches et les 
couleurs indiquent les sites de recrutement du manteau COPII (bleu), COPI (rouge) et 
clathrine (jaune).  
1.1.3 L’appareil de Golgi, organelle centrale du trafic 
vésiculaire 
Le Golgi, une organisation dynamique 
L’appareil de Golgi a été décrit pour la première fois en 1898 par Camillo 
Golgi, neurobiologiste et médecin italien (1843-1926). Il s’agit d’un appareil 
intracellulaire réticulé (apparato reticolare), d’abord identifié dans les cellules de 
Purkinje et ensuite mis en évidence dans tous les types cellulaires (Figure 1-5). Il a 
cependant fallut attendre la fin des années 50 pour que l’existence de l’appareil de 
Golgi soit universellement admise, grâce à la microscopie électronique qui permit 
d’observer directement les structures intracellulaires [3], [4]. 
 
Figure 1-5 : Historique de la mise en évidence de l’appareil de Golgi. (A) Camillo Golgi 
(1843-1926), prix Nobel 1906 de médecine et biologie, est le premier à avoir décrit une 
structure interne formant un réseau dans une région périnucléaire; (B) Illustration de 
l’appareil réticulaire endocellulaire (endo-cellular reticular apparatus) parue en 1898 dans 
« Intorno alla struttura delle cellule nervose. Bollettino della Societa medico-chirurgica di 
Pavia. 13:1–14; (1898) ». Image extraite du discours de C.Golgi lors de la remise du prix 
Nobel (www.nobelprize.org) ; (C) Image de microscopie électronique montrant les saccules 
de l’appareil de Golgi. Images de Lacy, D. J. Biophys. Biochem. Cytol. 3:779– 796; (1957) 
reproduites dans [3] à l’occasion du centième anniversaire de la découverte du Golgi.  
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L’appareil de Golgi est une organelle organisée en saccules (ou dictyosomes) 
empilés. Nous pouvons distinguer le cis, le medial et le trans Golgi (Figure 1-6). 
Chaque saccule contient des enzymes spécifiques réalisant les modifications 
successives des protéines. L’appareil de Golgi est aussi le siège de la synthèse de 
certains lipides. 
 
Figure 1-6 : Structure de l’appareil de Golgi. (A) image de tomographie électronique d’une 
cellule β pancréatique murine [5] ; (B) schéma de l’appareil de Golgi et organisation des 
intermédiaires de transport de la voie de sécrétion [6]. ER : réticulum endoplasmique ; 
ERGIC : compartiment intermédiaire entre le ER et le Golgi ; CGN : cis-Golgi network ; Gs ; 
saccules du Golgi : Nc : régions non compactes du Golgi ; TGN : trans-Golgi network ; Sg : 
vésicule de sécrétion. 
Dans les cellules animales, les saccules sont regroupés au centre de la cellule, 
autour du centre organisateur des microtubules. Ainsi, un traitement qui 
dépolymérise des microtubules induit une fragmentation de l’appareil de Golgi. 
Inversement, dans les cellules végétales ou dans les levures, l’appareil de Golgi est 
fragmenté en plusieurs stacks dispersés dans la cellule et autonomes.  
Les protéines et les lipides qui traversent le Golgi subissent des modifications 
post-traductionnelles successives, en particulier des glycosylations. Ces 
glycosylations ont une importance capitale pour l’intégrité des organelles et le bon 
fonctionnement de la cellule. Des mutations affectant les voies de glycosylation 
intra-golgiennes ont des phénotypes léthaux chez plusieurs organismes [7–9]. Les 
glycosyl-transférases sont maintenues dans le Golgi grâce à leur segment 
transmembranaire et des signaux intra-luminaux de rétention [10].  
Le modèle de maturation du Golgi 
Le maintient de l’architecture complexe et de l’identité des saccules du Golgi, 
malgré des flux constant (rétrograde et antérogrades) de protéines et de lipides, est 
l’une des questions non résolues par les biologistes cellulaires.  
Plusieurs modèles ont été proposés, chacun avec des observations 
contradictoires [11]. Le modèle consensus est aujourd’hui celui de la maturation-
progression des saccules [12], [13]. Ce modèle implique que les protéines qui 
traversent le Golgi (les cargos) sont maintenues dans les saccules qui se déplacent 
au sein du Golgi. Les saccules ont une identité stable et organisée, en terme de 
Trafic intracellulaire et Membranes 
9 
 
composition lipidique et protéique [14]. Or lors de la progression des saccules au 
sein du Golgi, les enzymes du cis-Golgi se retrouvent dans le medial-Golgi. Afin de 
conserver l’identité des saccules, les enzymes sont triées et transportées de façon 
rétrograde vers le saccule précédent par des vésicules COPI. Cette maturation du 
Golgi a été directement observée dans la levure par vidéomicroscopie [15]. 
 
Figure 1-7 : Modèle de maturation du Golgi (modified cisternal progression-maturation) [11]. 
Dans le modèle de maturation du Golgi, les cargos restent dans les saccules qui 
progressent du cis-Golgi vers le trans-Golgi. Les enzymes sont recyclées dans des 
vésicules COPI permettant de progressivement modifier l’identité des saccules. Le passage 
du trans-Golgi au TGN est réalisé par des vésicules et suit une cinétique non linéaire en 
raison du tri réalisé au niveau du TGN [14]. ER : réticulum endoplasmique ; IC : 
compartiment intermédiaire (ERGIC) ; TGN : trans-Golgi network ; PM : membrane 
plasmique. 
1.2 Fonctionnent du trafic vésiculaire 
La formation de vésicules est un mécanisme cellulaire commun à toutes les 
cellules eucaryotes. Les vésicules bourgeonnent d’un compartiment donneur 
(destinateur), puis fissionnent pour former des vésicules libres qui se déplacent le 
long du cytosquelette. La vésicule est ensuite adressée à un compartiment 
accepteur (destinataire) avec lequel elle fusionne pour libérer son contenu dans la 
lumière du destinataire (Figure 1-9). Il existe trois principaux types de vésicules, 
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classées selon le type de protéine qui compose le manteau : COPI, COPII et 
clathrine. Le manteau est une couche protéique entourant la vésicule formée par la 
polymérisation réversible d’unités protéiques (coatomers). Les vésicules COPII 
assurent le transport antérograde entre le réticulum endoplasmique et le Golgi. Les 
vésicules COPI réalisent les transports rétrogrades au sein de l’appareil de Golgi et 
du Golgi vers le réticulum endoplasmique. Enfin, les vésicules recouvertes de 
clathrine sont impliquées dans les processus endocytiques (transport rétrograde de 
la membrane plasmique vers les endosomes et le Golgi).  
1.2.1 Les petite protéines G de la superfamille Ras 
Le trafic des vésicules est contrôlé par des petites protéines G de la 
superfamille Ras. Les petites protéines G sont des GTPases qui existent sous deux 
conformations et agissent comme des interrupteurs moléculaires permettant de 
contrôler l’organisation et la signalisation intracellulaire [16]. Les petites protéines 
G de la superfamille Ras partagent la même structure du site de fixation du GTP 
malgré une grande diversité de séquence (le séquençage du génome humain a 
permis de mettre en évidence 151 séquences uniques de petites protéines G de la 
superfamille Ras). Ainsi, les petites protéines G de la superfamille Ras peuvent être 
regroupées dans cinq familles [16] : 
- la famille Ras, impliquée dans la transduction du message, 
- la famille Rho, impliquée dans les voies de signalisation intracellulaire, 
- la famille Ran, impliquée dans le transport nucléaire (il n’existe qu’un 
membre de la famille Ran chez l’Homme), 
- la famille Arf (cf. 1.2.2 ci-dessous), 
- la famille Rab (cf. 1.2.3 ci-dessous). 
 
Figure 1-8 : Cycle d’activation et de désactivation des petites protéines G Arf (A) et Rab (B). 
(A) Cycle d’activation des petites protéines G de la famille Arf. Myr : myristoylation d’une 
hélice C-terminale, exposée suite à un changement de conformation lors de l’échange du 
GDP en GTP ; (B) Cycle d’activation des petites protéines G de la famille Rab. Les Rab 
sont associées à la membrane par géranylgéranylation (Ger) de deux cystéines C-
terminales. Les Rab sont maintenues en solution par une GDI (GDP dissociation inhibitor) 
qui masque le géranylgéranyl. Le GDI est libéré lors de l’association de la Rab à la 
membrane suite à l’action d’une GDF (GDI displacment factor) permettant d’exposer le 
géranylgéranyl. GEF : facteur d’échange du nucléotide guanidique (Guanine nucleotide 
exchange factor). GAP : facteur d’activation de l’activité GTPasique (GTPase activating 
protein). [17] 
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Toutes les petites protéines G ont un mode d’action similaire (Figure 1-8). 
Brièvement, les petites protéines G inactives (liées au GDP) sont activées par le 
facteur d’échange de guanine (GEF) qui catalyse le re-largage du GDP. L’échange de 
nucléotide guanidique induit un changement de conformation de la petite protéine 
G permettant son ancrage stable à la membrane. Puis la petite protéine G activée 
recrute ses différents effecteurs (protéine du manteau, enzyme de modification 
lipidique, moteur moléculaire, facteur d’attachement, facteur de fusion). Un 
effecteur est, par définition, une protéine se liant de façon préférentielle à la forme 
active de la petite protéine G (liée au GTP). Les protéines d’activation de la GTPase 
(GAP) accélèrent l’hydrolyse du GTP en GDP pour inactiver la protéine G.  
Les familles Rab et Arf sont toutes deux impliquées dans le contrôle du trafic 
vésiculaire. Schématiquement, les membres de la famille Arf contrôlent les étapes 
précoces (bourgeonnent et fission) de la formation des vésicules. Inversement, les 
étapes tardives (déplacement, adressage, fusion) sont contrôlées par les membres 
de la famille Rab (Figure 1-9). 
 
Figure 1-9 : Schéma des principales étapes du trafic vésiculaire entre un compartiment 
donneur (bas) et un compartiment accepteur (haut). Modifié d’après [18]. 
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1.2.2 La formation des vésicules est contrôlée par les Arf 
La famille Arf 
La famille Arf est composée de trois groupes [19] ; Arf, Arl (Arf-like) et Sar. Il 
existe cinq représentants de la famille Arf chez l’Homme qui peuvent être regroupés 
en trois classes par homologies de séquences (Figure 1-10) [20–22] : 
- La classe I comprend Arf1 et Arf3 qui assurent le contrôle du trafic 
vésiculaire de et vers le Golgi ; 
- La classe II comprend Arf4 et Arf5 dont la fonction est peu connue. Elles 
sembleraient avoir en partie un rôle redondant avec les Arf de classe I. 
Cependant, les Arf de classe II ont une dynamique différente de celles des 
Arf de classe I [21], [23] ; 
- La classe III comprend un seul membre, Arf6, localisé à la membrane 
plasmique et sur les endosomes. Arf6 est impliquée dans l’homéostasie 
du cholestérol, le tri et le trafic des endosomes ainsi que l’adhésion et la 
motilité cellulaire [24], [25].  
 
Figure 1-10 : Classement des protéines Arf humaines. (A) Les cinq protéines Arf exprimées 
chez l’Homme appartiennent au groupe des Arf, à la famille Arf et à la superfamille Ras. La 
protéine Arf2 a été perdue chez l’Homme mais est exprimée dans d’autres espèces. C’est 
une Arf de classe II [21] ; (B) Arbre phylogénétique des 21 membres de la famille des Arf 
humaines. Les Arf sont regroupées en 3 groupes : les Arf (rouge), les Arl (bleu) et les Sar 
(vert) (modifié d’après [26]). 
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Les Arf ont la particularité de posséder une hélice amphipatique de 17 résidus 
en N-terminal de la protéine. Cette hélice est myristoylée sur la glycine 2 
permettant l’ancrage de la protéine dans les membranes (Figure 1-8 A). Dans sa 
conformation liée au GDP, l’hélice est tournée vers le centre de la protéine (Figure 
1-11). Lors du changement de conformation lié à la fixation du GTP, l’hélice est 
découverte, ce qui permet l’insertion de résidus hydrophobes dans la membrane 
(Figure 1-11) [19], [27], [28]. 
 
Figure 1-11 : Structure de Arf1-GDP (à gauche) et Arf1-GTP (à droite) montrant les 
changements de conformation qui interviennent dans le cycle GDP/GTP [29]. Les switch 
(en vert et en bleu) sont les régions dont le changement de conformation est directement lié 
à la fixation du nucléotide. Le rapprochement des deux régions switch induit un 
déplacement de la région interswitch (en rouge) qui entraîne le dégagement de l’hélice N-
terminale et l’exposition des résidus hydrophobes (en mauve). 
Les Arf sont activées par l’échange du GDP par un GTP, catalysé par une GEF 
(Figure 1-8). Les Arf-GEF forment un groupe hétérogène partageant le même 
domaine catalytique : le domaine Sec7 [30], [31]. Les Arf-GEF peuvent être 
regroupées en cinq familles selon l’organisation des domaines non catalytiques de 
la protéine (Figure 1-12). Les familles des Cytohesin, des EFA6 et BRAG sont des 
petites protéines (<100 kDa) possédant un domaine PH en aval du domaine Sec7. 
Les cytohesines sont localisés à la membrane plasmique grâce à leur domaine PH 
qui possède une affinité pour le PtIns(3,4,5)P3 et le PtIns(4,5)P2 [32]. De même, le 
domaine PH des BRAG à une spécificité pour le PtIns(4,5)P2 leur permettant d’être 
recruté sur la membrane plasmique [33]. 
Le grand nombre de facteurs d’échange (15) par rapport au nombre restreint 
d’Arf (5) implique une régulation fine. Cependant, à l’exception des EFA6 qui, in 
vitro, montrent une spécificité pour Arf6 [34], les autres GEF ont, in vitro, un 
manque de spécificité pour l’une des classes. Par exemple, ARNO peut activer Arf1 
et Arf6 in vitro [35]. La spécificité de l’activation des Arf repose sur une régulation 
de la localisation subcellulaire précise des GEF, rendue possible par les domaines 
non catalytiques en N-terminal et en C-terminal du domaine Sec7.  




Figure 1-12 : Organisation des domaines des Arf-GEF contenant le domaine Sec7 [31]. 
DCB : dimerisation and cyclophilin-binding ; HUS : homology upstream of Sec7 ; HDS : 
homology downstream of Sec7 ; PH : pleckstrin homology domain ; pr : prolin rich domain ; 
CC : coiled-coil ; IQ : domaine IQ de liaison à la calmoduline ; Fbox : domaine d’interaction 
à l’ubiquitine ligase. 
GBF1, l’un des grands GEF des Arf 
Au début des années 1990, la bréfeldine A (BFA) fut largement utilisée pour 
étudier le trafic membranaire. Le traitement par la BFA induit un défaut de 
sécrétion dans les cellules de mammifères [36], [37] et dans la levure [38]. Au 
niveau moléculaire, il a rapidement été mis en évidence que la BFA inhibait 
l’échange nucléotidique de la petite protéine G Arf1 [39]. Notre laboratoire à montré 
que la BFA est un inhibiteur non compétitif des grands GEF qui possède un mode 
d’action inédit : la BFA stabilise un complexe inactif entre le domaine Sec7 et 
Arf1(GDP) [40].  
Les grands GEF des Arf forment une famille pouvant être séparée en deux 
groupes : d’un coté les membres de la famille GBF/Gea et de l’autre la famille 
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BIG/Sec7. Ces deux groupes partagent la même structure (Figure 1-12) et sont 
tous deux impliqués dans le contrôle du trafic vésiculaire de et vers le Golgi en 
activant les Arf de classe I ou de classe II. Dans les cellules de mammifères, GBF1 
(Golgi specific BFA resistance guanine exchange factor 1 – le seul membre de la 
famille GBF/Gea chez l’Homme) est majoritairement localisé au niveau du cis-Golgi 
[41–43] alors que BIG1 et BIG2 sont localisés sur le trans-Golgi et le TGN.  
 
Figure 1-13: Architecture de GBF1 (modifié d’après [44]) 
GBF1 possède cinq domaines non catalytiques dont les fonctions sont encore 
peu connues. Ils peuvent avoir un rôle régulateur sur l’activité ou le recrutement de 
GBF1 ou conférer à GBF1 des fonctions supplémentaires. Ainsi, les domaines DCB 
et HUS en N-terminal de GBF1 (Figure 1-13) sont impliqués dans la dimérisation 
de la protéine [45]. Les domaines HDS possèderaient de nombreuses hélices alpha 
et se fixeraient sur les gouttelettes lipidiques [46]. GBF1 interagit avec plusieurs 
partenaires cellulaires dont la protéine d’arrimage p115 [43], la lipase ATGL 
(adipocytes triglycerids lipase) [46], la sous-unité γCOP de COPI [47] et la petite 
protéine G Rab1 [48]. L’activation de la petite protéine G Arf1 par GBF1 permet le 
recrutement, entre autres, de la protéine de manteau COPI et la 
phosphatidylinositol 4-kinase IIIβ (PI4KIIIβ) [49], [50]. 
De récents travaux ont montré des rôles non-conventionnels de GBF1. Notre 
équipe a montré un rôle de GBF1 dans la localisation d’ATGL et PLIN2 (ADRP, 
adipophilin differentiation related protein) sur les gouttelettes lipidiques [51]. GBF1 
pourrait aussi avoir un rôle au niveau de la membrane plasmique dans 
l’internalisation des protéines à ancre GPI (voie GEEC) [52]. Enfin, GBF1 est aussi 
requis pour la réplication ou la production de certains virus dont le Coxsackievirus 
B3 [53], le Poliovirus [53], [54], le Coronavirus de l’hépatite murine [55] et le virus 
de l’hépatite C [56]. 
La présence de nombreux domaines, en plus du domaine catalytique, 
suggèrent que GBF1 : 
- pourrait être soumis à une régulation conformationnelle de son activité 
ou de sa localisation, 
- pourrait avoir une fonction indépendante de son activité GEF dans le 
contrôle du trafic vésiculaire entre le Golgi et le réticulum 
endoplasmique, 
- pourrait servir de base à un complexe multiprotéique permettant de 
mettre en place et de connecter les acteurs du trafic entre le réticulum 
endoplasmique et le Golgi. 
Les mécanismes de localisation de GBF1 et leurs régulations ne sont pas 
encore élucidés. 
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Les Arf de classe I et II contrôlent les étapes précoces du trafic 
vésiculaire au Golgi  
Les Arf de classe I et II sont localisées sur les membranes de la voie sécrétoire 
précoce (ERGIC et cis-Golgi) ainsi que sur le trans-Golgi et le TGN [21], [23], [57]. 
Arf1 est le plus abondant et le mieux étudié des représentants des Arf.  
Une fois activée par une GEF de la famille Sec7, Arf1 recrute de nombreux 
effecteurs (Tableau 1-1) comme les manteaux (COPI, les adaptateurs AP1,3,4 et 
GGA1,2,3), des protéines de reconnaissance des lipides (FAPP1,2), des enzymes de 
modification des lipides (PI4K, PI4P5K, PLD), des enzymes de transfert de lipide 
(CERT) ou le facteur d’attachement GMAP210. 
Tableau 1-1 : Effecteurs de Arf1.  
Effecteur  Réf. 
Manteau  
COPI coatomer protein I [47], [58] 
AP1 adaptor protein 1 [59–61] 
GGA1,2,3 Golgi-localized, gamma ear containing, ADP 
ribosylation factor binding protein [62], [63] 
AP3 adaptor protein 3 [59], [64] 
AP4 adaptor protein 4 [65] 
Enzyme de modification des lipides  
FAPP1,2 four-phosphate-adaptor protein [66–68] 
CERT ceramide transfer protein [66], [69] 
PI4K PtIns-4 kinase [70] 
PI4P5K PtIns(4)P-5 kinase [71–73] 
PLD phospholipase D [72], [74], [75] 
Facteur d’attachement  
GMAP210 Golgi-associated microtubule binding protein 210 [76], [77] 
NB : ne sont listés qu’une partie des effecteurs 
1.2.3 Le tri des vésicules est assuré par la famille Rab 
La famille Rab 
Il existe 66 Rab identifiées chez l’homme et 12 homologues chez la levure [78], 
[79]. Grâce aux données de séquençage, plus de 8 000 séquences de protéines Rab 
ont été analysés ce qui a permit de les regrouper en une quarantaine de sous-
familles [80]. Comme les autre Ras, les Rab ont une structure commune de cœur 
fixant le nucléotide guanidique. La variabilité des Rab réside dans l’extrémité C-
terminale dont les cystéines (-CC, -CXC, -CCXX, ou –CXXX) sont reconnues par 
une GGTase (géranylgéranyl transferase) qui catalyse le transfert d’un 
géranylgéranyl sur une ou deux cystéines [81]. Contrairement aux Arf, les Rab ne 
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possèdent pas de domaine protéique de liaison aux membranes et leur association 
repose uniquement sur l’insertion des groupements géranylgéranyl.  
Les compartiments cellulaires sont discriminés par les Rab 
Une question fondamentale dans le trafic vésiculaire est l’identification 
moléculaire des vésicules et de leur contenu. Pour cela, les Rab forment une large 
famille multigénique [80] permettant d’identifier les différents compartiments 
cellulaires (Figure 1-14). Ainsi, Rab6A est spécifique du trans-Golgi et Rab1 est 
spécifique du cis-Golgi [82–84]. 
Les inhibiteurs de la dissociation du GDP (GDI, GDP dissociation inhibitor) 
(Figure 1-8) ont une spécificité pour une Rab sous sa forme liée au GDP et 
possèdent une poche hydrophobe permettant d’accommoder l’ancre géranylgéranyl. 
Les GDI sont capables d’extraire une Rab des membranes pour assurer leur 
recyclage [82], [85]. Cependant les GDI, comme les facteur de déplacement du GDI 
(GDF), n’ont pas de spécificité pour une Rab [86], ce qui implique la participation 
d’autres facteurs pour expliquer la spécificité du compartiment. La spécificité des 
Rab pour un compartiment membranaire est apportée en partie par le facteur 
d’échange (GEF). Les Rab sont spécifiquement activées par une GEF. Le GEF est 
une protéine associée à la membrane du compartiment sur laquelle la Rab doit être 
recrutée. La variabilité des GEF est aussi un facteur de spécificité [87], [88]. 




Figure 1-14 : Les Rab permettent d’identifier les différents compartiments cellulaires [82]. 
Enfin, les Rab et leurs effecteurs définissent des microdomaines 
membranaires. Ainsi Rab9 et Rab7 sont localisées sur des domaines distincts des 
endosomes tardifs. Les microdomaines ainsi définis permettent de recruter des 
effecteurs de façon différentielle, à l’origine du tri lipido-protéique réalisé par le 
trafic vésiculaire. 




Figure 1-15 : Rab9 et Rab7 sont localisées sur des domaines distincts sur les endosomes 
tardifs [89]. La surexpression d’YFP-Rab9 (en rouge) et de CFP-Rab7 (en vert) permet de 
mettre en évidence des domaines où les deux Rab ne colocalisent pas sur le même 
endosome (indiqué par les flèches blanches sur l’agrandissement). (Barre d’échelle = 
10 µm). 
Les Rab contrôlent les étapes finales du trafic vésiculaire 
Les effecteurs des Rab sont principalement impliqués dans le déplacement des 
vésicules (moteurs moléculaires), dans l’adressage des vésicules (facteurs 
d’attachement) et dans la fusion avec le compartiment accepteur (SNARE).  
Rab6 est localisée au niveau du TGN et du trans-Golgi et est impliquée dans le 
transport rétrograde des endosomes vers le Golgi et du Golgi vers le réticulum 
(trafic rétrograde indépendant de COPI) [90]. Rab6 possède deux isoformes (Rab6A 
et Rab6A’) résultant d’un épissage alternatif d’un exon dupliqué. Ces deux 
isoformes semblent avoir des fonctions chevauchantes mais non entièrement 
redondantes [91]. Rab6 intervient dans le recrutement de plusieurs moteurs sur le 
Golgi dont la dynéine [92], Rabkinésine-6 [90], [93] et la myosine [94].  
Il existe deux catégories de facteurs d’attachement (tether) permettant 
l’adressage des vésicules : les longs coiled-coil (p115, GM130) et les complexes 
multiprotéiques (TRAPPI, TRAPPII). Par exemple, l’interaction entre p115 et GM130 
permet de cibler les vésicules issues du réticulum endoplasmique vers le Golgi [95]. 
Ces deux facteurs sont recrutés par la petite protéine G Rab1 [96–98] qui existe 
sous deux isoformes (Rab1A et Rab1B). Rab1 contrôle le trafic antérograde entre le 
réticulum endoplasmique et le Golgi [99]. 
Enfin, la fusion de la vésicule avec la membrane du compartiment accepteur 
est réalisée par les SNARE (soluble N-ethylmaleimide-sensitive factor attachment 
protein receptors). L’interaction entre une SNARE associée à la membrane de la 
vésicule (v-SNARE) et des SNARE associées à la membrane du compartiment 
destinataire (t-SNARE) favorise le rapprochement des membranes conduisant à la 
formation d’une hémifusion puis à la fusion complète de la vésicule. L’attachement 
de la vésicule sur la membrane du compartiment accepteur précède l’association 
des SNARE. La régulation des SNARE par les Rab repose souvent sur une 
interaction indirecte entre la Rab et les SNARE [100]. 
Trafic intracellulaire et Membranes 
20 
 
1.3 La coordination entre les petites protéines G 
assure la cohérence du flux vésiculaire 
La cohérence du trafic vésiculaire repose sur deux principes. D’une part, les 
vésicules doivent être adressées vers le bon compartiment, d’autre part le flux doit 
être correctement dirigé (rétrograde ou antérograde). Ainsi, une protéine 
extracellulaire est synthétisée dans la lumière du réticulum endoplasmique, puis 
est glycosylée dans l’appareil de Golgi avant d’être sécrétée dans le milieu 
extracellulaire. Comprendre comment ces étapes sont séquentiellement régulées est 
l’une des nombreuses questions non résolues en biologie cellulaire. L’une des 
explications prend la forme d’une cascade entre les protéines G (Figure 1-16). 
 
Figure 1-16 : Principe du fonctionnement des cascades de Rab [101]. La première Rab A 
est activée par son facteur d’échange (GEF A). Parmi les effecteurs de cette Rab figure le 
GEF B de la Rab B. Le recrutement de cette GEF permet d’activer la Rab B qui à son tour 
recrute le GEF C de la Rab C. Chaque Rab recrute un panel d’effecteurs spécifiques 
permettant d’ordonner le flux de membrane.  
1.3.1 Les cascades de Rab dans le trafic post-Golgi 
La première cascade faisant intervenir des Rab a été démontrée dans la 
levure. Les vésicules de sécrétion sont contrôlées par la protéine G Sec4p, elle-
même activée par son facteur d’échange Sec2p. Or, la Rab Ypt31p/Ypt32p, 
homologue de Rab11, interagit avec Sec2p alors que Sec2p n’a pas d’activité 
d’échange pour Ypt31p/Ypt32p [102]. La surexpression de Ypt31p/Ypt32p corrige 
le défaut de localisation d’un mutant de Sec2p, permettant de restaurer la 
sécrétion. Ainsi, la première cascade de Rab mise en évidence permet de 
coordonner les vésicules de sécrétion à partir du Golgi. 
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D’autres cascades ont ensuite été documentées dans les cellules de 
mammifères ou la levure, permettant d’expliquer en partie la directionalité du flux 
membranaire (Figure 1-17). Par exemple, au sein du Golgi, il existe une cascade 
entre Rab6 et Rab33. La déplétion de Rab6 a le même effet que la déplétion de 
Rab33, suggérant une action dans la même voie de trafic [103]. En effet, il a 
ensuite été montré que la Rab33, localisée sur le medial-Golgi, recrutait le 
complexe Ric1-Rgp1 qui est un facteur d’échange de Rab6 [104].  
 
Figure 1-17 : Localisation des cascades de protéines G dans une cellule épithéliale [101]. 
De nombreuses cascades permettant l’inter-conversion entre les membres de la 
superfamille Ras ont été démontrées. En rouge, membre de la famille Rab ; en violet, les 
Arf et en noir les autres Ras. 
1.3.2 GBF1, coordinateur de la voie sécrétoire précoce ? 
La voie sécrétoire précoce correspond au transport des cargos entre le 
réticulum endoplasmique et le Golgi. Les cargos sont triés dans les ERES en 
interragissant avec le domaine luminal de Sec12, un facteur d’échange 
transmembranaire de la petite protéine G Sar1. L’activation de Sar1 par Sec12 
permet de recruter le manteau COPII (formé des sous unités Sec23/24 et 
Sec13/31). Sec23 recrute TRAPPI [105], facteur d’attachement au Golgi et facteur 
d’échange de Rab1 [106]. Rab1 interagit avec les facteurs d’attachement GM130 et 
p115 permettant de former le cis-Golgi [96], [98]. Parallèlement, les vésicules COPII 
subissent une fusion homotypique sous l’action des SNARE syntaxine 5 et rsly1 
[107], [108] (Figure 1-18). 
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La petite protéine G Rab1 interagit avec l’extrémité N-terminale de GBF1 [48]. 
Dans la cellule, GBF1 et Rab1 colocalisent sur les membranes de la voie sécrétoire 
précoce (ERGIC et Golgi). La déplétion de Rab1B induit une perte de la localisation 
de GBF1. Ces données suggèrent une cascade d’activation entre Rab1 et Arf1 
passant par GBF1 permettant de former des vésicules COPI sur le ERGIC [99], 
[109] (Figure 1-18). 
 
Figure 1-18 : Principe du fonctionnement de la cascade des protéines G dans la voie 
sécrétoire précoce. GEF : échange du GDP. 
 
Le trafic vésiculaire assure un transport dirigé et contrôlé des cargos 
(protéines transportées par la vésicule). Cependant, les vésicules étant délimitées 
par une membrane, elles ont aussi un rôle important et peu exploré dans le trafic 
et l’homéostasie des lipides. Les lipides, malgré leur rôle fondamental pour la 
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2 Membranes et Lipides 
Les lipides (du grec lipos, graisse) communément appelés corps gras sont des 
molécules hautement énergétiques, nécessaires à la vie dont l’étude a longtemps 
été limitée à leur rôle structural (composition des membranes, voire 2.2 ci-dessous) 
et métabolique. Cependant, les lipides, qui forment une famille de molécules 
extrêmement diverses (cf. 2.1 ci-dessous), ont une importance socioéconomique 
majeure que nous aborderons brièvement (cf. 2.4 ci-dessous). Les lipides ont aussi 
un rôle majeur dans de nombreuses pathologies (cf. 3.3.2 ci-dessous). Cette 
importance en physiopathologie s’explique par l’intervention des lipides dans de 
nombreux processus cellulaires. Ainsi, le métabolisme des lipides (cf. 2.3 ci-
dessous) est un processus conservé au cours de l’évolution. 
2.1 Les lipides : une famille polymorphe 
Les lipides sont des hydrocarbures pouvant être substitués et extraits par les 
solvants organiques. Par exemple, la méthode classique mise au point par Bligh et 
Dyer [110] reposant sur l’extraction des lipides par un mélange de méthanol et de 
chloroforme, permet d’extraire rapidement la plupart des lipides d’un échantillon 
biologique. Cette définition large des lipides permet de regrouper une grande variété 
de molécules organiques (plus de 37 000 lipides ont été recensés [111]) dont la 
propriété commune est d’être insoluble dans l’eau. Contrairement aux autres 
molécules organiques, les lipides ne sont pas caractérisés par une structure 
commune mais par une propriété physique commune. L’insolubilité des lipides 
peut être modulée par l’ajout de groupements polaires.  
En raison de leur grande variété structurale, il n’existe pas de classification 
universelle des lipides. Cependant la nomenclature des lipides doit suivre les règles 
définies par l’IUPAC-IUB (Commission on Biochemical Nomenclature (CBN)) en 1976. 
La classification des lipides est arbitraire et se base, selon les auteurs, sur les 
propriétés par rapport à l’eau ou encore la complexité structurale croissante. Les 
lipides peuvent être classés en deux groupes : 
1. Les lipides non hydrolysables regroupent des lipides simples composés 
d’une chaîne d’hydrocarbure, saturée ou insaturée, aliphatique ou 
cyclique, dont un ou plusieurs carbones peuvent porter une 
substitution conférant certaines propriétés particulières au lipide ; 
2. Les lipides hydrolysables constituent la classe ayant la relevance 
biologique la plus importante. Ils sont composés de lipides et de 
groupements polaires associés par une liaison hydrolysable (ester, 
phosphodiester, thioester ou osidique).  
Cette partie n’est pas une liste exhaustive de tous les lipides. Les terpènes, les 
glycolipides, ou les vitamines ne sont pas présentés.  
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2.1.1 Les acides gras, lipides de base 
Les acides gras sont des hydrocarbures ayant une chaine linéaire de carbones 
(en général, entre 10 et 30 carbones) substituée par un groupement acide 
carboxylique (-COOH) sur le premier carbone. Les acides gras naturels possèdent 
un nombre pair de carbones, ce qui est expliqué par leur mode de synthèse (cf. 
2.3.1). La chaîne d’hydrocarbure peut être un alcane (acide gras insaturé), ou un 
alcène possédant une ou plusieurs liaisons double (C=C). On parle alors d’acide 
gras mono-insaturé ou polyinsaturé. Les acides gras sont exclusivement 
synthétisés par les organismes vivants et sont donc, à ce titre, l’une des signatures 
de la vie. 
Tableau 2-1 : Nomenclature de quelques acides gras courants.  
C C=C Nom usuel Nom systématique Abréviation T°C fusion 
12 
 Acide laurique Acide dodecanoïque 12:0 44,2 
14 
 Acide myristique Acide tretradecanoïque 14:0 53,9 
16 
0 Acide palmitique Acide hexadecanoïque 16:0 63,1 
1 Acide plamitoléique  16:1∆9 ou 16:1(n-7) -0,5 
18 
0 Acide stéarique Acide octodécanoïque 18:0 69,6 
1 Acide oléique  18:1∆9 ou 18:1(n-9) 13,4 
2 Acide linoléique  18:2∆9,12 ou 18:2(n-6) -5 
3 Acide α-linolénique  18:3∆9,12,15 ou 18:3(n-3) -11 
3 Acide γ-linolénique  18:3∆6,9,12 ou 18:3(n-6) -11 
20 
0 Acide arachidique Acide docosanoïque 20:0 76,5 
4 Acide arachidonique  20:4∆5,8,11,14 ou 20:4(n-6) -49.5 

 le premier nombre indique le nombre d’atomes de carbone, le second indique le nombre de double 
liaisons C=C. La position des double liaisons est indiquée par l’exposant du signe ∆, compté à partir 
du carbone C1 portant la fonction acide carboxylique. Une autre façon de préciser la position de 
l’insaturation est d’indiquer entre parenthèse la position de la première double liaison à partir de 
l’extrémité CH3 de l’acide gras. Si ce n’est pas précisé par la lettre t, les liaisons C=C sont en position 
cis (ou Z pour « zusammen ») : 
 
 
Les acides gras sont caractérisés, entre autre, par leur température de fusion 
qui dépend de la longueur de la chaine de carbone (la température de fusion 
augmente avec le nombre de carbone) et du nombre de carbones insaturés (pour 
un nombre de carbones établi, la température de fusion diminue avec 
l’augmentation du nombre d’insaturation) (Tableau 2-1).  
Les acides gras (poly)insaturés sont classés en trois familles : 
Exemple :                                                            sera noté 11:2∆4,7t ou 11:2(n-4)t 
 OH
O
Membranes et Lipides 
25 
 
1. Les oméga-3 (la première insaturation est sur le troisième carbone à 
partir de l’extrémité CH3) sont apportés par les poissons gras et 
certaines huiles végétales (lin, colza, soja). L’homme ne possédant pas 
la capacité enzymatique nécessaire à leur synthèse, ils doivent 
obligatoirement être apportés par l’alimentation (acides gras 
essentiels) ; 
2. Les oméga-6 (la première insaturation est portée par le sixième carbone 
en partant de l’extrémité CH3) sont des acides gras essentiels apportés 
par les huiles végétales, les œufs et certaines viandes ; 
3. Les oméga-9 (la première insaturation est portée par le neuvième 
carbone en partant de l’extrémité CH3) ne sont pas des acides gras 
essentiels. Le principal oméga-9 est l’acide oléique 18:1(n-9). 
2.1.2 Les stéroïdes, entre structure et communication 
Selon l’IUPAC, les stéroïdes sont des lipides cycliques possédant une 
structure commune dérivée du cyclopentanphenanthrène (Figure 2-1 A) (pour les 
biochimistes, les stérols sont une catégorie à part entière incluant les stéroïdes). 
Parmi les stéroïdes, les stérols sont des molécules amphiphiles qui possèdent un 
groupement alcool sur le carbone 3 et une chaîne aliphatique variable sur le 
carbone 17 (Figure 2-1). Au sein des membranes, les stérols permettent de 
stabiliser une phase liquide ordonnée faisant la transition entre la phase solide 
(membrane trop rigide) et la phase liquide désordonnée (membrane non cohérente) 
[112]. Le stérol majoritaire est différent selon les espèces : cholestérol chez les 
animaux, sitostérol chez les plantes, et ergostérol chez les levures (Figure 2-1 B) 
[112]. 
 
Figure 2-1 : Structure de quelques stérols. (A) structure du cyclopentanphenanthrène, 
noyau commun des stérols ; (B) structure des stérols membranaires des cellules animales 
(cholestérol), des levures et champignons (ergostérol) et des cellules végétales (sitostérol). 
Chez l’Homme, le cholestérol provient en partie de l’alimentation (25%), mais 
la majorité est synthétisée de novo par les hépatocytes et les entérocytes par la voie 
du mévalonate (ou voie de l’HMG-CoA réductase) à partir de l’acétyl-coenzyme A 
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(Figure 2-2). La condensation de trois acétyl-CoA permet de former l’HMG-CoA qui 
est ensuite réduit en acide mévalonique par l’HMG-CoA réductase. Cette enzyme 
catalyse l’étape limitante de la voie et est inhibée par les statines. L’acide 
mévalonique est ensuite phosphorylé pour former l’IPP (isopentényl-
pyrophosphate). La condensation de six IPP permet ensuite de former le squalène, 
terpène à 30 atomes de carbone dont la cyclisation permet de former le lanostérol 
puis le cholestérol. Le cholestérol est ensuite soit directement inséré dans les 
membranes, soit exporté sous forme de lipoparticules dans le sang, soit estérifié et 
stocké dans les gouttelettes lipidiques.  
 
Figure 2-2 : Voie simplifiée de la biosynthèse de novo du cholestérol à partir d’acétyl-
Coenzyme A. HMG-CoA : 3-hydroxy-3-méthylglutaryl-coenzyme A ; IPP : isopentényl-
pyrophosphate.  
Outre leur rôle structural dans les membranes biologiques, les stéroïdes sont 
aussi des molécules importantes pour la communication intercellulaire sous forme 
d’hormones stéroïdiennes. Les hormones stéroïdiennes sont synthétisées à partir 
du cholestérol. Il existe cinq familles d’hormones stéroïdiennes chez l’homme 
(Figure 2-3) : 
1. Les minéralocorticoïdes (exemple : aldostérone) sont impliqués dans la 
régulation de la pression artérielle en agissant sur la rétention rénale du 
sodium et l’élimination du potassium en cas d’hypertension ; 
2. Les glucocorticoïdes (exemple : cortisol) sont des hormones sécrétées par 
les glandes surrénales selon un rythme circadien. Ils sont impliqués dans 
le métabolisme des protéines, des glucides et dans la modulation de la 
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réponse immunitaire (action anti-inflammatoire, antipyrétique, 
antiallergique et diminuent de façon globale les défenses immunitaires). 
Les glucocorticoïdes de synthèse sont utilisés dans le traitement des 
affections inflammatoires rhumatologiques et auto-immunes, de l’asthme, 
de l’allergie, de certaines leucémies et comme traitement palliatif pour 
leur effet analgésique. Ils sont aussi utilisés dans le traitement antirejet 
après les greffes d’organes ; 
3. Les androgènes (exemple : testostérone) sont les hormones mâles 
synthétisées par les testicules ; 
4. Les oestrogènes (exemple : estradiol) sont synthétisés majoritairement 
par les ovaires chez la femme mais peuvent aussi être synthétisés dans le 
foie et les tissus adipeux ; 
5. Les progestagènes (exemple : progestérone) sont les hormones femelles, 
synthétisées par les corps jaunes au sein du tissu ovarien. 
Les hormones sexuelles sont sécrétées par les gonades et participent à la mise 
en place des caractères sexuels primaires lors du développement et secondaires 
lors de la puberté. Ils sont ensuite responsables du fonctionnement de l’appareil 
reproducteur (spermatogenèse chez l’homme, contrôle du cycle menstruel et de la 
gestation chez la femme). En outre, les œstrogènes sont impliqués dans le 
développement du système nerveux et l’homéostasie osseuse.  
Les ecdystéroïdes (exemple : ecdysone) sont les premières hormones 
stéroïdiennes à avoir été extraites et sont impliquées dans les phénomènes de mue 
des arthropodes. Enfin, les plantes sécrètent des brassinostéroïdes qui sont 
impliqués dans le développement (Figure 2-3).  
 
Figure 2-3 : Les hormones stéroïdiennes dérivent du cholestérol grâce à la stéroïdogénèse. 
Les hormones stéroïdiennes traversent la membrane des cellules et se fixent 
sur leur récepteur cytoplasmique. La fixation de l’hormone sur son récepteur 
permet son transport dans le noyau où il agit ensuite comme facteur de 
transcription pour activer l’expression des gènes cibles.  
2.1.3 Les glycérophospholipides, lipides membranaires 
Les glycérophospholipides (parfois aussi appelés phospholipides) sont les 
principaux constituant des membranes biologiques. Il s’agit d’un glycérol (alcool 
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trifonctionnel) estérifié par deux acides gras sur les positions sn-1 et sn-2 et un 
groupement phosphate sur la position sn-3 (Figure 2-4). 
 
Figure 2-4: Structure d’un glycérophospholipide. (A) Un glycérol est estérifié par deux 
acides gras (jaune) en position sn-1 et sn-2 et un groupement phosphate (rouge) en 
position sn-3 ; (B) Représentation schématique traditionnelle d’un glycérophospholipide 
Le groupement phosphate peut lui-même être substitué pour ajouter un 
groupement hydrophile. Il existe six têtes de phospholipides majeurs (Tableau 2-2) : 
1. Deux phospholipides neutres : phosphatidyléthanolamine (PE) et 
phosphatidylcholine (PC) ; 
2. Quatre phospholipides chargés négativement : acide phosphatidique (PA), 
phosphatidylsérine (PS), phosphatidylinositol (PI) et phosphatidylglycérol 
(PG). 
De plus, le groupement inositol peut être phosphorylé sur les positions 3, 4 ou 
5 (cf. 3.1.2). 
Les deux acides gras peuvent être différents. Souvent, l’une des chaines porte 
une insaturation. Ainsi, la variabilité des glycérophospholipides possibles est très 
large. En prenant 11 acides gras différents (Tableau 2-1) et 6 groupements 
possibles (Tableau 2-2) on peut former 726 molécules distinctes. En réalité, la 
variabilité des acide gras est plus importante (longueur des chaines d’acide gras, 
nombre d’insaturation, conformation cis ou trans, hydroxylation, branchement, 
modification des groupements polaires, etc.) [113]. 
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Tableau 2-2 : Structure et caractéristique des glycérophospholipides majeurs.  
-X  Nom Symbole Charge nette 
-H  acide phosphatidique PA Négative 
-CH2CH(NH3)COOH 
 
phosphatidylsérine PS Négative 
-CH2CH2NH3 
 
phosphatidyléthanolamine PE Neutre 
-CH2CH2N(CH3)3 
 
phosphatidylcholine PC Neutre 
-CH2CH(OH)CH2OH 
 
phosphatidylglycérol PG Négative 
-OC6H11O5 
 
phosphatidylinositol PI Négative 
2.1.4 Les acylglycérols, molécules de stockage de l’énergie 
Les acylglycérols sont des esters de glycérol et d’un acide gras 
(monoacylglycérol, MAG), de deux acides gras (diacylglycérol, DAG) ou de trois 
acides gras (triacylglycérol, TAG). Les monoacylglycérols et diacylglycérols sont des 
précurseurs importants dans les voies métaboliques notamment la voie de synthèse 
des phospholipides. Les triacylglycérols sont la forme de stockage des acides gras 
dans les cellules (animales ou végétales) et, donc, les composants majeurs des 
graisses animales et des huiles végétales (cf. 2.4.1). Les sources naturelles de 
triacylglycérols contiennent des mélanges plus ou moins complexes d’acides gras, 
de longueur et d’insaturation variées. 
La synthèse des monoacylglycérols et des diacylglycérols est assurée par une 
glycérol-3-phosphate acyltransférase qui permet d’ajouter un acide gras sur les 
positions sn-1 et sn-2 [114]. La synthèse des triacylglycérols est assurée par deux 
protéines, les diacylglycérol acyltransférases (DGAT1 et DGAT2) qui ajoutent un 
groupement acyle sur la position sn-3 d’un diacylglycérol [115]. Les enzymes 
DGAT1 et DGAT2 ne sont pas homologues et ne sont pas redondantes (Figure 2-5) 
[116]. Les souris Dgat1-/- ne présentent pas de phénotype majeur, sont viables et 
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présentent une diminution importante du contenu en triacylglycérol induisant des 
défauts de l’homéostasie énergétique et de la barrière cutanée [117].  
La DGAT1 est exprimée majoritairement dans les muscles squelettiques, la 
peau, les intestins et les testicules où il assure la ré-esterification rapide des 
triacylglycérols. Dans les muscles squelettiques, la synthèse de triacylglycérols 
permet de stocker l’énergie apportée massivement lors de la prise alimentaire puis 
de la réutiliser lors d’efforts entre les repas. Dans les intestins, DGAT1 assure la ré-
estérification des triglycérides à partir des précurseurs issus de l’absorption des 
produits de la digestion (acides gras libres et monoacylglycérols) pour former des 
lipoprotéines qui seront exportées vers le foie (cf. 2.3.3 ci-dessous).  
La DGAT2 est majoritairement exprimée dans le foie et les adipocytes où elle 
promeut la synthèse de novo de triacylglycérols à partir du glycérol et d’acides 
gras ; dans le cas d’un excès de glucose. Les triacylglycérols ainsi synthétisés sont 
alors stockés dans les gouttelettes lipidiques. 
 
Figure 2-5 : Topologie des DGAT sur la membrane du réticulum endoplasmique. DGAT2 
possède une seule topologie où le site actif catalyse la synthèse de novo des 
triacylglycérols (TAG) dans le cytoplasme, permettant la formation des gouttelettes 
lipidiques (LD). DGAT1 possède une double topologie [118], le site actif pouvant être 
exposé vers le cytosol ou vers la lumière du réticulum endoplasmique lisse (les TAG seront 
ensuite sécrétés hors de la cellule sous forme de lipoprotéines). 
Les DGAT sont des protéines membranaires du réticulum endoplasmique 
[116], [119]. La DGAT1 a la particularité d’être à la fois exposée vers le cytosol et 
vers la lumière du réticulum (Figure 2-5) [118] ce qui permet de synthétiser des 
triacylglycérols du coté cytoplasmique (formation des gouttelettes lipidiques 
intracellulaires) et du coté luminal (formation de lipoparticules qui seront 
sécrétées). 
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2.1.5 Les sphingolipides 
Les spingolipides sont des lipides dérivés de la sphingosine, un amino-alcool à 
18 carbones contenant une chaine aliphatique insaturée (Figure 2-6). La 
shingosine est synthétisée par condensation du palmitoyl-CoA et d’une sérine par 
une sérine palmitoyltransferase dans le réticulum endoplasmique [120]. L’acylation 
de la fonction amine en C2 permet de former le céramide (Figure 2-6). L’acyl-Coa 
utilisé pour réaliser cette réaction est variable, résultant en une famille de 
céramides qui diffèrent par leurs chaines d’acide gras [121]. Le céramide libre est 
rare dans les membranes et la dernière fonction alcool est généralement substituée. 
 
Figure 2-6 : Structure des sphingolipides [122]. La sphingosine est un amino-alcool à 18 
carbones. Le céramide est issu de la transamination d’un acyl-Coa sur la fonction amine du 
carbone 2. La sphinghomyéline est le sphingolipide le plus abondant et est un céramide 
phosphorylé par une phosphocholine.  
La phosphorylation du carbone 1 permet de former les phosphoshingosines, 
précurseurs des sphingomyélines. Les sphingomyélines portent une choline et plus 
rarement une éthanolamine ou un inositol sur le groupement phosphate (Figure 
2-6) [122]. Enfin l’ajout d’un ose ou d’un polyoside sur le carbone 1 d’un céramide 
permet de former les séries des glycosphingolipides (Figure 2-7) (aussi appelé 
cérébrosides si un seul ose est attaché). Les molécules formées (non détaillées ici) 
peuvent être regroupées en plusieurs classes : 
1. Les galactosphingolipides dont le premier sucre est un galactose ; 
2. Les glucosphingolipides dont le premier sucre est un glucose ; 
3. Les gangliosides sont des glucosphingolipides contenant un ou plusieurs 
acides sialiques.  




Figure 2-7 : Voies de synthèse des glycosphingolipides [123]. Le céramide est le 
précurseur de la série des inositol phosphocéramindes (IPC), des éthanolamines 
phosphocéramides (EPC) et des sphingomyélines (SM). La glycosylation du céramide par 
un galactose permet de former les lipides de la série des galactosphingolipides (GalCer) ; 
par un glucose permet de former la série des glucosphingolipides (GlcCer) dont font parti 
les gangliosides, désignés couramment par la nomenclature de Svennerholm [124]. 
En raison de leur nature hydrophobe, les céramides sont insérés dans les 
membranes. Les céramides sont synthétisés dans le réticulum endoplasmique 
avant d’être exportés vers le trans-Golgi où ils sont glycosylés [123]. Le transport 
des sphingolipides peut se faire via les vésicules de transport ou par des protéines 
dédiées comme la CERT (céramide transférase) qui transfert un céramide du 
réticulum endoplasmique au Golgi. Les sphingolipides sont ensuite majoritairement 
exportés vers la membrane plasmique où ils auraient tendance à se regrouper en 
microdomaines qui pourraient coalescer pour former des macrodomaines à l’origine 
des radeaux lipidiques [125]. La fonction des shingolipides à la membrane n’est pas 
seulement structurale. En effet, outre la fonction de protection apportée, les 
sphingolipides et en particulier les céramides sont maintenant reconnus comme 
des médiateurs importants de la transduction du signal dans le contrôle de 
l’apoptose, de la croissance cellulaire ou de la différentiation [126].  
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2.2 Les membranes biologiques, une mosaïque 
fluide 
2.2.1 Le modèle de la bicouche lipidique 
Comment se représente-t-on la membrane ? 
Les glycérophospholipides (phospholipides) sont des molécules amphiphiles 
(cf. 2.1.3 ci-dessus) qui s’associent spontanément entre elles pour diminuer les 
interactions avec le solvant aqueux. Dans la cellule, les phospholipides sont 
associés de façon antiparallèle pour former une bicouche plane (structure 
lamellaire) dans laquelle sont insérés, en proportion variable, des protéines, des 
glycoprotéines et des glycolipides (Figure 2-8). Le modèle actuel est celui de la 
mosaïque fluide proposé par Singer et Nicolson en 1972 [127] dans lequel les 
lipides et les protéines insérés diffusent librement au sein d’un espace à deux 
dimensions. Récemment, des améliorations ont été apportées à ce modèle pour 
prendre en compte les données de biophysiques (Figure 2-8) [128]. Par exemple, le 
mattress model proposé par Mouritsen et Bloom en 1984 [129] prend en compte la 
possibilité de regrouper les lipides en domaines permettant d’accommoder 
l’insertion de protéines de taille et de propriété physico-chimique variables. Plus 
récemment, la possibilité d’hétérogénéité latérale est de plus en plus discutée. Dans 
ce modèle, la composition lipidique de la membrane n’est pas uniforme et aléatoire 
mais constituée de microdomaines où les interactions entre phospholipides 
permettent de stabiliser une organisation latérale de la membrane [130].  
 
Figure 2-8 : Modèle de la mosaïque fluide. (A) Modèle Singer-Nicolson proposant le modèle 
de la mosaïque fluide [127] ; (B) Schéma de la membrane montrant une protéine 
périphérique insérée dans un feuillet de la membrane (à gauche) et une protéine 
transmembranaire traversant les deux feuillets (à droite) ; (C) raffinement du modèle de la 
mosaïque fluide (mattres model, [129] montrant la possibilité thermodynamique de 
regroupement de lipides pour permettre d’accommoder des domaines transmembranaires 
d’épaisseurs variables. 
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Les membranes sont des phases fluides 
Les phospholipides sont extrêmement mobiles au sein d’une bicouche. La 
diffusion des lipides est rapide au sein de la membrane (un lipide donné peut 
traverser toute la longueur de la cellule en moins d’une minute) [131]. La constante 
de diffusion des phospholipides peut être déterminée par des méthodes 
expérimentales comme par exemple la mesure en résonnance magnétique nucléaire 
par la méthode des gradients de champs pulsés [132] ou par corrélation de la 
fluorescence en microscopie (FCS, fluorescence correlation spectroscopy) Ainsi la 
diffusion des phospholipides dans les membranes est de l’ordre de 10 µm².s-1. La 
diffusion des phospholipides est modulée par la température, la composition des 
chaînes d’acides gras, la nature du groupement polaire et la composition de la 
membrane. Ainsi la présence de stérol induit une diminution du coefficient de 
diffusion [132]. 
Les phospholipides sont des molécules non structurées subissant de 
nombreux mouvements intramoléculaires des chaînes d’acides gras et de la tête 
polaire (Figure 2-9). Les phospholipides ont aussi des mouvements de rotation 
autour de leur axe moléculaire ainsi que des mouvements verticaux rapides 
(protrusion transitoire hors de la bicouche). Enfin le passage d’un feuillet à l’autre 
est un mouvement énergétiquement défavorable (la tête polaire doit traverser la 
zone apolaire des queues hydrophobes) qui présente une cinétique lente (de l’ordre 
de l’heure). Dans les membranes biologiques, le passage d’un feuillet à l’autre (flip-
flop) est catalysé par des flip-floppases [133].  
 
Figure 2-9 : Représentation schématique des mouvements d’un phospholipide au sein de la 
bicouche [134]. Chaque phospholipide est soumis à la diffusion latérale (a) et à des 
mouvements verticaux (protrusion) (b). La possibilité d’une rotation autour de la liaison C-C 
induit des mouvements de balancier de la tête (c) et de la queue (d). Le phospholipide subit 
aussi des mouvements de rotation autour de son axe moléculaire (e). Le mouvement d’une 
monocouche à une autre est long (f) (heures) et peut être accéléré dans les membranes 
biologiques par des flippases. 
Une membrane présente donc les propriétés d’un fluide au sein duquel 
diffusent des protéines. Dans les membranes biologiques, la diffusion latérale des 
protéines et des lipides peut être restreinte dans des domaines membranaires 
délimités par des ancres protéiques liées au cytosquelette.  
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Les membranes sont des surfaces d’échanges 
Les membranes sont des barrières sélectives, imperméables à la plupart des 
ions et des macromolécules dissoutes dans le milieu extracellulaire. Certaines 
petites molécules non chargées (O2, CO2) peuvent librement diffuser au travers des 
membranes selon leur gradient. La perméabilité aux autres molécules (ions, 
molécules polaires et macromolécules) est sélectivement apportée par des protéines 
spécifiques dont l’activité est constitutive ou contrôlée. Le transport des molécules 
peut se faire selon leur gradient (diffusion facilitée) par des canaux ou des 
transporteurs (Figure 2-10), ce qui ne nécessite pas d’apport énergétique. Les 
molécules peuvent aussi être transportées contre leur gradient lorsque le transport 
est couplé à une source d’énergie. Le transport actif primaire est défini lorsque 
l’énergie est utilisée pour réaliser le transport. Dans le transport actif secondaire, le 
transport est réalisé en parallèle du transport d’une autre molécule, selon son 
gradient. On parle alors de symport si les deux molécules sont transportées du 
même coté de la membrane ou d’antiport lorsque les deux molécules sont 
échangées. 
 
Figure 2-10 : La membrane est une barrière sélective. Certaines petites molécules 
apolaires peuvent diffuser librement à travers la membrane selon leur gradient 
électrochimique (indiqué à droite du schéma). Pour les molécules chargées (ions) ou 
polaires, la traversée de la membrane est assurée par des canaux (dont l’ouverture peut 
être contrôlée par différents stimuli) ou des transporteurs. Lorsqu’une molécule est 
transportée contre son gradient (en rouge), un apport d’énergie est nécessaire (ATP, 
réduction d’un cofacteur, photon, gradient électrochimique d’une molécule co-transportée). 
Les membranes sont aussi des interfaces d’échange d’informations via des 
interactions ligand-récepteur. La transduction du message est un ensemble de 
mécanisme permettant à la cellule de s’adapter aux modifications de son 
environnement. Pour cela, les signaux extracellulaires (chimiques – hormones, 
neuromédiateurs, chimiokines ou physiques – pression, pH, luminosité, champ 
électrique ou magnétique) agissent sur un récepteur spécifique inséré dans la 
membrane ou intracellulaire. Le récepteur activé va modifier l’activité de la cellule 
en activant une cascade de signalisation intracellulaire passant ou non par la 
libération d’un second messager. La réponse de la cellule, variée et complexe, peut 
conduire à la modification de l’expression de gènes cibles, l’activation de voies 
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biochimiques, la sécrétion d’une autre molécule, etc.. De plus, les différentes voies 
de signalisation, souvent tissu spécifiques, peuvent interagir entre elles. 
Les récepteurs couplés à une protéine G (GPCR, G protein-coupled receptor) 
forment une vaste famille multigénique (environ 800 gènes chez l’Homme) [135–
137] de récepteurs membranaires permettant de sentir de nombreux signaux 
extracellulaires. Les GPCR possèdent 7 domaines transmembranaires formant la 
structure de base, d’une partie extracellulaire variable permettant d’accommoder le 
ligand et d’une partie intracellulaire interagissant avec les protéines G (Figure 2-11) 
[138]. L’activation des GPCR par la fixation du ligand induit un changement de 
conformation des segments transmembranaires qui expose le site de fixation de la 
protéine G [139], [140]. Le GPCR subit des modifications post-traductionnelles dont 
la glycosylation de la partie N-terminale extracellulaire et une palmitoylation sur la 
partie C-terminale intracellulaire [141]. La palmitoylation permettrait la localisation 
du GPCR dans les radeaux lipidiques. Enfin, le GPCR activé est phosphorylé par 
des kinases de GPCR (GRK, GPCR kinases) sur l’extrémité C-terminale (Figure 
2-11) [142], [143] 
 
Figure 2-11 : Structure des récepteurs couplés à une protéine G (GPCR). Les GPCR 
possèdent 7 domaines transmembranaires (TM1-7), une partie extracellulaire formée de 
l’extrémité N-terminale et de trois boucles extracellulaires (ECL1-3) ; une partie 
intracellulaire formée de l’extrémité C-terminale, de trois boucles intracellulaires (ICL1-3) et 
d’une hélice alpha (α8). Le ligand se fixe entre les TM3 et TM5-7, ce qui induit un 
changement de conformation des TM5-7 permettant la fixation de la protéine G sur les 
ICL2-3. Les GPCR sont régulés par des modifications post-traductionnelles sur l’extrémité 
C-terminale (phosphorylation et palmitoylation). 
Les GPCR sont la cible de nombreuses molécules pharmacologiques actives. 
C’est pourquoi ils représentent une famille d’intérêt, saluée par l’attribution du prix 
Nobel de chimie en 2012 à Robert Leftkowitz et Brian Kobika pour leurs travaux 
sur la compréhension du mécanisme de fonctionnement des GPCR. La protéine G 
couplée au GPCR est une protéine trimérique formée d’une sous unité α 
palmitoylée et d’un dimère βγ associé à la membrane par une ancre GPI sur la 
sous-unité γ. L’activation du récepteur permet de découvrir le domaine GEF 
permettant d’activer la protéine G par échange du GDP par un GTP sur la sous-
unité α. La fixation du GTP induit la dissociation de la sous-unité α et du dimère 
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βγ, chacun pouvant activer des effecteurs spécifiques. L’hydrolyse du GTP permet 
d’inactiver la sous-unité α et la reformation du trimère inactif αβγ (Figure 2-13). 
La sous-unité α de la protéine G activée interagit avec des effecteurs 
spécifiques qu’elle active (sous-unité αs) ou inhibe (sous-unité αi). Par exemple, 
l’une des cibles de la sous-unité α est l’adénylate cyclase dont l’activation permet de 
former le second messager AMP cyclique (AMPc) à partir d’ATP. L’AMPc permet 
d’activer, entre autres, la protéine kinase A (PKA) qui, à son tour module l’activité 
de protéines cibles par phosphorylation. 
Une autre cible de la sous-unité α est la phospholipase C dont l’activation à la 
membrane permet de former de l’inositol(1,4,5)-triphosphate (IP3) et du 
diacylglycérol (DAG) à partir d’un phosphatidylinositol(4,5)-diphosphate 
(PtIns(4,5)P2). L’IP3 permet d’ouvrir des canaux calciques du réticulum 
endoplasmique, ce qui induit un pic de concentration de Ca2+ dans le cytosol. Le 
calcium et le DAG activent la protéine kinase C (PKC) pour permettre de 
phosphoryler des protéines cibles.  
 
Figure 2-12 : Cycle d’activation / désactivation des GPCR. (1) La fixation du ligand induit un 
changement de conformation des hélices transmembranaires du GPCR ; (2) l’exposition du 
site GEF permet d’activer la sous-unité α de la protéine G qui se dissocie du dimère βγ ; (3) 
la sous-unité α activée induit une cascade de signalisation en activant ou en inhibant des 
effecteurs spécifiques. L’activation du GPCR induit sa phosphorylation par une kinase de 
GPCR (GRK) ; (4) la protéine G est désactivée par hydrolyse du GTP ce qui permet de 
reformer le trimère αβγ inactif. La libération du ligand permet le retour à l’état basal.  
Une autre voie de transduction indépendante des GPCR passe par des 
récepteurs à activité tyrosine kinase. La fixation du ligand (souvent multimérique) 
induit une oligomérisation des récepteurs qui seront activés par 
transphosphorylation de la partie intracellulaire. Cette phosphorylation est 
reconnue par des protéines adaptatrices spécifiques permettant d’induire une 
cascade de signalisation dans la cellule. L’un d’elle est la voie de l’Akt. La fixation 
de l’EGF sur son récepteur (EGFR) induit la phosphorylation sur les résidus 
tyrosine permettant de recruter, à la membrane, la kinase PI3K. PI3K phosphoryle 
le PtIns(4,5)P2 pour former du PtIns(3,4,5)P3 permettant de recruter à la 
membrane et, ainsi, d’activer Akt (ou protéine kinase B, PKB). Akt possède de 
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nombreuses cibles intracellulaires impliquées dans la croissance et la 
différentiation cellulaire (notamment la voie mTOR). 
2.2.2 L’influence du paramètre de packing sur la courbure 
Les glycérophospholipides occupent un volume défini dans l’espace pouvant 
être assimilé à un cône tronqué (Figure 2-13). Le rapport entre la taille du 
groupement polaire et des chaînes d’acides gras permet de définir le paramètre de 
packing. Si le volume occupé par le groupement polaire (caractérisé par a0) est 
similaire au volume occupé par les acides gras (caractérisé par b0) alors le 
phospholipide occupe un cylindre parfait (cas du PC et du PS par exemple). Dans 
ce cas, le paramètre de packing S0 est proche de 1 (Tableau 2-3). Dans les autres 
cas, si le paramètre de packing est inférieur à 1, le phospholipide occupe un cône 
inversé. Si S0 est supérieur à 1, le phospholipide occupe un volume conique.  
 
Figure 2-13 : Représentation de l’encombrement spatial des phospholipides membranaires 
[144]. (a) Définition des paramètres utilisés pour le calcul des paramètres de structuration 
des lipides. a0 ; aire du groupement polaire. V ; volume occupé par la molécule. I ; longueur 
de la molécule. b0 ; aire de la base. (b) Formules utilisées pour calculer le paramètre de 
packing (S0) et le rayon de courbure spontanée d’une monocouche (c0). (c) représentation 
de l’encombrement spatial des principaux phospholipides membranaires (voir Tableau 2-3). 
Un acide gras insaturé occupe un volume moins important qu’un acide gras 
portant une ou plusieurs insaturations. En effet, les insaturations induisent des 
coudes plus rigides dans la chaîne de carbone. Le volume occupé par la chaîne de 
carbone est le volume moyen dans lequel se trouvent les atomes. 
Tableau 2-3 : Données de structuration des principaux lipides membranaires. [144]. (voire 
Figure 2-13). 
 
PA PE PC PS PI LPC 
a0 (Å²) 45 54 72 54 84 60 
b0 (Å²) 73 105 87,8 45 65 33 
S0 1,31 1,47 1,11 0,92 0,89 0,78 
c0 (Å-1) -0,029 -0,043 -0,010 0,0075 0,01 0,020 
LPC : lisophosphatidylcholine 
Remarque : le paramètre de packing ainsi définit dépend des acides gras qui composent le phospholipide 
(le nombre d’insaturation influence les paramètres b0 et l) 
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Le paramètre de packing, qui représente l’encombrement spatial des 
phospholipides, est corrélé à la courbure spontanée induite dans une monocouche 
de phospholipides (Figure 2-14). Ainsi, les phospholipides ayant un paramètre de 
packing supérieur à 1 (queue hydrophobe plus développée que la tête hydrophile) 
(exemple PA et PE, Tableau 2-3) sont à l’origine d’une courbure négative. 
Inversement les phospholipides ayant un paramètre de packing inférieur à 1 (tête 
hydrophile plus développée que la queue hydrophobe) (PI et LPC, Tableau 2-3) sont 
à l’origine d’une courbure positive. Enfin, les lipides ayant une forme conique 
parfaite ne génèrent pas de courbure et se retrouvent dans une structure plane. La 
forme spatiale des phospholipides est directement corrélée à la structure observée 
des agrégats (micelle inverse, micelle ou structure lamellaire) (Figure 2-14). 
 
Figure 2-14 : Schéma des structures spontanément formées par des agrégats de 
phospholipides en fonction du paramètre de packing. S0 ; paramètre de packing et c0 ; 
courbure spontanée ; tels que définis dans la Figure 2-13. 
2.2.3 Le recrutement des protéines périphériques 
Les ancres lipidiques 
L’ajout d’un groupement hydrophobe sur une protéine permet son ancrage 
sur les membranes. Nous pouvons distinguer trois types de modification lipidique : 
- ajout d’un acide gras (myristoylation et palmitoylation),  
- ajout d’un isoprène (prénylation), 
- ajout d’un phospholipide (glypiation). 
La myristoylation est l’ajout d’un acide myristique (14:0) (Tableau 2-1) à 
l’extrémité N-terminale sur une glycine par une N-myristoyltransférase (NMT). Cette 
modification co-traductionelle nécessite le clivage de la méthionine N-terminale. 
La palmitoylation est l’ajout d’un acide palmitique (16:0) (Tableau 2-1) sur 
une cystéine par une liaison thioester hydrolysable. Contrairement à la 
myristoylation qui est irréversible, la palmitoylation est dynamique, ce qui suggère 
une régulation de la localisation de ces protéines par un cycle de 
palmitoylation/dépalmitoylation (catalysé par une palmitoyl-protéine thioestérase).  
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La prénylation est une modification post-traductionnelle consistant en la 
fixation d’un groupement prényl sur une protéine ; par la réaction du dérivé 
pyrophosphate du géranyl (C10), farnésyl (C15) ou géranylgéranyl (C20) (Figure 
2-15) avec le groupement sulfhydrile d’une cystéine pour former une liaison 
thioether (C-S-C).  
 
Figure 2-15 : Groupements prényls utilisés lors de la prénylation de protéines. Les 
groupements prényls sont des terpènes ayant pour origine la polymérisation de l’isoprène.  
La prénylation se produit sur une cystéine située à l’extrémité C-terminale de 
la protéine et incluse dans un motif CaaX où une cystéine est suivie par deux 
acides aminés aliphatiques (glycine (G), alanine (A), valine (V), leucine (L) ou 
isoleucine (I)). Le dernier acide aminé permet de spécifier le type de groupement 
prényl associé. Si X est une méthionine (M), une sérine (S) ou une alanine (A), un 
groupement farnésyl est ajouté. Lorsque X est une leucine, un groupement 
génranylgéranyl est ajouté. Généralement, les trois derniers acides aminés sont 
clivés et l’extrémité carboxyterminale de la cystéine est méthylée par une 
isoprenylcystéine carboxyl méthyltransférase (ICMT). 
La prénylation est catalysée par une farnésyl-transférase ou une 
géranylgéranyl-transférase de type I. Dans le cas particulier des Rab, la 
géranylgéranylation est catalysée par une géranylgéranyl-transférase de type II. 
Cette enzyme ajoute un géranylgéranyl sur les deux cystéines d’un motif C-terminal 
–CC, -CXC ou -CCXX) [145]. La méthylation de l’extrémité C-terminale n’est pas 
systématique dans ce cas là. 
La prénylation facilite l’ancrage à la membrane des protéines périphériques 
mais peut aussi jouer un rôle dans les interactions protéines-protéines via des 
domaines de fixation du groupement prényl. La PrBP/δ est une protéine 
chaperonne fixant les protéines prénylées grâce à un domaine de fixation du 
groupement prényl [146]. De même les GDI ont une poche hydrophobe permettant 
d’accomoder le groupement géranylgéranyl des Rab. 
Glypiation 
La glypiation est l’attachement sur une protéine d’un 
glycosylphosphatidylinositol (GPI) par une réaction de transamination réalisée dans 
le réticulum endoplasmique. Le GPI est un phosphatidylinositol glycosylé (Figure 
2-16). La chaîne de sucres est ajoutée séquentiellement en une dizaine d’étapes 
dans le réticulum endoplasmique. Les deux premières étapes ont lieu du coté 
cytosolique. Une flippase fait ensuite passer le groupement glucosamine-inositol 
dans le lumen du réticulum endoplasmique (Figure 2-16 étape (3)) [147]. La 
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maturation de l’ancre GPI passe par la déacylation de l’inositol dans le réticulum 
puis la modification de l’acyl en sn-2. Les chaînes d’acides gras des GPI matures 
sont majoritairement insaturées (acide stéarique (18:0)) [148] alors que les PI 
contiennent un acide stéarique en position sn-1 et un acide arachidonique (20:4(n-
6)) en position sn-2. Enfin, les ancres GPI matures présentent un enrichissement 
en 1-alkyl-2-acyl-PI sans que cela ait été expliqué.  
Les protéines glypiées sont exportées à la membrane plasmique et sont 
exposées au milieu extracellulaire. Les protéines glypiées se regroupent en 
nanoclusters qui peuvent oligomériser en réponse à un signal extracellulaire. Les 
protéines glypiées sont ensuite internalisées par la voie CLIC (clathrine independant 
carriers) (qui serait contrôlée par Arf1) pour se retrouver dans les GEEC (GPI-
anchored proteins enriched early endosomal compartment). Les GEEC peuvent être 
ré-adressés à la membrane via la voie de recyclage des endosomes ou être dirigés 
vers les lysosomes pour être dégradés [148].  
 
Figure 2-16 : Biosynthèse des ancres GPI (modifié d’après [147]). La première étape est 
l’ajout d’un N-acétylglucosamine (GlcNAc) sur un phosphatidylinositol (PI) sur la face 
cytosolique du réticulum. Les étapes suivantes sont réalisées dans le lumen du réticulum. 
Le précurseur complet de l’ancre GPI est ensuite pris en charge par une transaminidase 
(TA) qui catalyse l’attachement du précurseur GPI sur la protéine immature. GlcN : 
glucosamine ; Man : mannose ; GalNAc : N-acétylgalactosamine ; Gal : galactose ; EtNP : 
éthanolamine-phosphate ; Neu5Ac ; acide N-acétylneuraminique ; ER : réticulum 
endoplasmique 
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Les hélices amphipatiques, ancres protéiques 
Les hélices amphipatiques sont des structures en hélice alpha particulières et 
prévisibles à partir de la séquence primaire des protéines. Par exemple, le logiciel 
Heliquest (heliquest.ipmc.cnrs.fr) [149] permet de calculer la propension d’une 
séquence à former une hélice amphipatique. Le moment amphipatique d’une hélice 
caractérise la force de son amphipaticité.  
Une hélice amphipatique est caractérisée par une concentration d’acides 
aminés hydrophobes (par ordre de taille : alanine (A), valine (V), leucine (L), 
isoleucine (I), phénylalanine (F) ou tryptophane (W)) créant une face hydrophobe. 
Inversement la face opposée dite polaire présente une concentration d’acides 
aminés polaires (asparagine (N), glutamine (Q), serine (S), thréonine (T) ou tyrosine 
(Y)) pouvant être chargés négativement (acide aspartique (D) ou acide glutamique 
(E)). A l’interface entres les deux faces de l’hélice se trouvent des résidus chargés 
positivement (lysine (K) ou arginine (R)). Les prolines ne sont en général pas 
retrouvées dans les hélices alpha en raison de leur structure rigide. Ainsi l’hélice 
amphipatique est une structure amphiphile plus ou moins parfaite (Figure 2-17).  
 
Figure 2-17 : Représentation en roue d’une hélice amphipatique synthétique. Les acides 
aminés de la face hydrophobe sont indiqués en jaune, les acides aminés polaires sont en 
rose, les acides aminés polaires chargés négativement sont en rouge et chargés 
positivement en bleu. La flèche indique le moment amphipatique (Heliquest).  
Une hélice amphipatique membranaire est insérée dans la moitié d’un feuillet 
de la membrane grâce aux interactions hydrophobes entre la face hydrophobe et les 
chaines d’acide gras des phospholipides. Les résidus chargés positivement à 
l’interface sont en contact avec les groupements phosphate et les résidus polaires 
et chargés négativement sont exposés au solvant (Figure 2-18).  
Les hélices amphipatiques sont en interaction avec les chaînes d’acides gras, 
le phosphate et les groupements polaires. Récemment notre équipe à montré que 
l’insertion d’une hélice amphipatique débute par l’insertion des résidus 
hydrophobes de la face hydrophobe dans les défauts de packing [150]. La 
stabilisation induite de ces défauts de packing permet de soulager une partie du 
stress membranaire. 
 




Figure 2-18 : Schéma du principe d’insertion d’une hélice amphipatique dans une 
membrane biologique.  
2.2.4 Les radeaux lipidiques, mythe ou réalité ? 
Dans une membrane artificielle composée de deux lipides de température de 
fusion différente et d’un stérol, les lipides se ségrègent en deux phases, en fonction 
de la température et de la composition (Figure 2-19) [131], [151] : 
- une phase lo (liquid ordered phase) enrichie en stérol et phospholipide à 
haute température de fusion, caractérisée par une fluidité réduite, 
- une phase ld (liquid disordered phase) enrichie en phospholipide à basse 
température de fusion, caractérisée par une moindre structuration. 
D’un point de vue physico-chimique, la formation de ces deux phases est 
possible, voire favorable, dès que plusieurs lipides sont en présence. La coexistence 
de plusieurs lipides génère une tension de membrane, en partie minimisée par le 
regroupement des lipides selon leur affinité.  
En réalité, les membranes biologiques semblent homogènes et des différences 
de phase sont difficiles à mettre en évidence sans en perturber l’équilibre. La 
purification de membranes résistantes au détergent (DRM, detergent resistant 
membranes) a été à l’origine du concept des « radeaux lipidiques ». Les radeaux 
lipidiques seraient des domaines membranaires en phase lo, stables, et enrichis en 
cholestérol et en protéines à ancre GPI. Les radeaux lipidiques seraient impliqués 
dans de nombreux processus cellulaires. 
Cependant, de plus en plus d’observations contradictoires semblent indiquer 
que le concept des radeaux lipidiques n’est pas applicable à la cellule vivante [152], 
[153]. La purification des DRM est réalisée à basse température. Or la partition des 
lipides dans les phases lo ou ld dépend de la température. Ainsi, il est possible que 
la diminution de la température favorise ou induise la formation des DRM. Ainsi, 
les DRM ne sont pas des radeaux lipidiques. Ensuite, l’observation in vivo des 
protéines supposées être associées aux radeaux lipidiques indique une localisation 
aléatoire et une dynamique non compatible avec le concept des radeaux lipidiques. 
Ces observations indiquent que les radeaux lipidiques ne préexistent pas dans la 
membrane plasmique. 
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Le concept des radeaux lipidiques a évolué vers celui des microdomaines 
membranaires. Les microdomaines membranaires sont des structurations protéo-
lipidiques de la membrane, dynamiques, induites par un stimulus, et entraînant 
une réponse cellulaire. In vivo les microdomaines peuvent être visualisés par les 
sondes laurdan dont la réponse spectrale dépend de l’environnement lipidique. Ses 
sondes sont sensibles à un changement de phase dans la membrane.  
 
Figure 2-19 : Comportement d’un mélange de lipides en fonction de la température [151]. 
(A) Composition d’une membrane à trois lipides : 55 mol% cholestérol, 25 mol% lipide à 
haute température de fusion (diphytanoyl phosphatidylcholine, DPhPC) et 20 mol% lipide à 
base température de fusion (dipalmitoyl phosphatidylcholine, DPPC). (B) Observation d’une 
section d’un liposome (GUV, giant unilamellar liposome) en fonction de la température.  
L’existence des domaines lipidiques est-il un pré requis pour la formation de 
complexes protéiques ou l’assemblage des complexes permet-il de former des 
agrégats lipidiques ? De même, les mécanismes biologiques et physico chimiques 
mis en œuvre ne sont pas encore clairement compris. La formation de 
microdomaines est thermodynamiquement possible et favorable dans certaines 
conditions de température, de pression et de composition. Des processus 
biologiques actifs (nécessitant de l’ATP) permettraient de stabiliser cette 
structuration particulière de la membrane plasmique. Le dialogue entre les lipides 
et les protéines à l’origine de ces domaines membranaires n’est pas encore déchiffré 
et nécessite la mise au point de nouveaux outils.  
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2.3 Le métabolisme des acides gras 
Les lipides sont des éléments constitutifs essentiels de la cellule car ils 
entrent dans la composition des membranes. Ainsi, les voies biochimiques de leur 
métabolisme sont conservées chez la majorité des êtres vivants (biosynthèse et 
oxydation des lipides).  
2.3.1 La biosynthèse des acides gras 
Le précurseur est l’acétyl-CoA 
La plupart des acides gras ont un nombre pair d’atomes de carbone. Ceci est 
expliqué par la biosynthèse des acides gras par condensation d’acétyl-CoA (Figure 
2-20). Toutes les cellules ont la capacité de synthétiser des acides gras et les voies 
métaboliques mises en jeu sont similaires. Cependant, les enzymes impliquées ont 
divergé (Tableau 2-4). Dans les cellules animales, l’acétyl-CoA provient 
principalement de la dégradation des glucides alimentaires (voie de la glycolyse). 
Ainsi, l’excèdent alimentaire est rapidement converti en acide gras et stocké sous 
forme de triacylglycérol dans les cellules adipeuses (adipocytes). Dans les cellules 
végétales, l’acétyl-CoA provient de la photosynthèse.  
 
Figure 2-20 : Structure de l’acétylcoenzyme A (CoA). (1) adénosine (2) pyrophosphate (3) 
acide pantoïque (4) β-alanine (3+4) acide pantothénique (5) cystéamine (2-
aminoéthanethiol) (6) acétyl.  
Synthèse de novo  
La biosynthèse des acide gras nécessite deux complexes multienzymatiques : 
l’acétyl-CoA carboxylase (ACC) et l’acide gras synthétase (FAS, fatty acid synthase).  
 
Tableau 2-4 : Structures des enzymes de la synthèse des acides gras selon le règne. 
  ACC FAS 




dans les chloroplastes 
Protéine multifonctionnelle 
dans le cytosol 
Plusieurs enzymes dans les 
chloroplastes 
Levures Protéine multifonctionnelle Protéine multifonctionnelle 
Cellules animales Protéine multifonctionnelle Protéine multifonctionnelle 
 
Les différentes étapes sont catalysées par une enzyme au sein d’un complexe 
multiprotéique (procaryote) ou par une protéine multifonctionnelle (eucaryote) 
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(Tableau 2-4). La première étape catalysée par l’ACC est la carboxylation biotine 
dépendante (ajout d’un carbone) de l’acétyl-CoA pour former le malonyl-CoA. Le 
coenzyme A est ensuite échangé avec une protéine de 8,8 kDa (acyl carrier protein, 
ACP) qui restera attachée à l’acide gras naissant pendant tout le processus de 
synthèse. Le malonyl-ACP est ensuite condensé par la FAS avec un acétyl-ACP à n 
carbones pour former un 3-cétoacyl-ACP à n+2 carbones (Figure 2-21). La fonction 
cétone en position 3 est ensuite éliminée en trois étapes (réduction de la cétone, 
déshydratation de l’alcool, et réduction de l’alcène) pour former un acyl-ACP saturé 
à n+2 carbones (Figure 2-21). L’acyl-ACP est ensuite de nouveau condensé avec un 
malonyl-ACP par la FAS pour allonger la chaine d’acide gras (phase d’élongation) 
[154].  
 
Figure 2-21 : Synthèse des acides gras de novo. (1) Activation de la biotine (BCCP) (2) 
carboxylation de l’acétyl-CoA pour former le malonyl-CoA (3) échange du coenzyme A par 
l’ACP par une transférase (4) condensation du malonyl-ACP sur la chaîne naissante 
d’acide gras (n+2 carbones) (5) réduction de la fonction cétone en C3 (6) déshydratation de 
l’alcool pour former l’alcène correspondant (7) réduction de la fonction alcène en alcane. 
Les étapes 4 à 8 forment un cycle permettant l’allongement de la chaine d’acide gras par 
ajout successif de 2 carbones. ACC = acétyl-CoA carboxylase ; ACP = acyl carrier protein ; 
BCCP = biotine cofacteur ; FAS = fatty acid synthase. 
L’activité des complexes ACC et FAS conduit dans la plupart des cellules à la 
néosynthèse d’un acide gras saturé à 16 carbones (palmitate) à partir de 
précurseurs à deux carbones issus du catabolisme des glucides ou de la 
photosynthèse. L’acide gras est ensuite libéré de l’ACP par une thioesterase qui 
hydrolyse la liaison thioester entre l’acide gras et l’ACP. 
Modification des acides gras 
Le palmitate n’est souvent pas l’acide gras majoritaire, il subit ensuite des 
modifications : branchement, hydroxylation ou insaturation(s). 
Branchement et hydroxylation 
Le branchement des acides gras est un processus spécifique à certaines 
espèces. La formation d’acides gras branchés dépend du précurseur utilisé. Ainsi 
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dans la plupart des cellules, l’utilisation d’un méthylmalonyl-CoA au lieu du 
malonyl-CoA par l’ACC induit des branchements qui sont rapidement décarboxylés. 
Chez certaines espèces, cependant, ce méthyle n’est pas éliminé (tissus adipeux 
des ovins et caprins par exemple). 
Certaines espèces bactériennes utilisent la leucine ou l’isoleucine comme 
donneur de carbone ce qui induit la présence d’un groupement méthyle sur l’acide 
gras résultant. Enfin, les Mycobacterium peuvent méthyler la chaine d’acide gras 
des phospholipides insérés dans la membrane. 
Les acides gras hydroxylés sont des intermédiaires des voies métaboliques 
(par exemple l’étape 5 de la synthèse des acides gras, Figure 2-21).  
Monoinsaturation 
Les acide gras monoinsaturés composent plus de la moitié des acide gras 
d’une cellule en condition basale. Un défaut dans la voie de désaturation des acides 
gras a été impliqué dans de nombreuses pathologies comme le diabète, l’obésité, 
l’hypertension, dans certains cancers ainsi que dans certaines maladies 
neurologiques. Ainsi, la synthèse des acides gras monoinsaturés est soumise à une 
régulation [155]. 
La monoinsaturation des acides gras est réalisée dans la membrane du 
réticulum endoplasmique par la SCD (stéaroly-CoA desaturase). L’oxydation à la 
position 9 nécessite l’intervention du cytochrome b5, de la réductase du cytochrome 
b5 dépendante du NADPH et de d’oxygène moléculaire (O2) (Figure 2-22) [156]. La 
SCD peut indifféremment utiliser le plamitoyl-CoA ou le stéaroyl-CoA pour générer 
les acides gras monoinsaturés correspondants (l’acide palmitoléique ou l’acide 
oléique respectivement) [155].  
 
Figure 2-22 : Principe de la réaction de désaturation des acide gras par la SCD [155].  
Polyinsaturations 
La synthèse des acide gras polyinsaturés peut se faire selon deux stratégies 
différentes, à partir d’un acide gras monoinsaturé en position 9 (∆9 ou ω-9) [157]: 
1. La désaturation front end consiste à introduire une double liaison entre 
l’insaturation existante et l’extémité carboxyle ; 
2. La désaturation methy end consiste à introduire une insaturation sur 
l’extrémité CH3 de l’acide gras. 
Tous les eucaryotes peuvent synthétiser des acides gras polyinsaturés par 
front end. Les acides gras polyinsaturés sont produits par oxydation à partir 
d’oxygène moléculaire sous l’action de désaturases. Les désaturases sont 
spécifiques d’une position le long de la chaîne d’acide gras [158], [159]. Par exemple 
la ∆6-desaturase permet d’introduire une insaturation sur la position 6 (comptée à 
partir du carbone C1 portant la fonction acide carboxylique). Les désaturases 
peuvent aussi être spécifiques d’un acide gras particulier ou d’une position 
particulière des diacylglycérols. Les ∆5-desaturase et ∆6-desaturase sont spécifiques 
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de la position sn-2 de la phospatidylcholine [160]. L’action successive des 
désaturases et d’élongases (enzymes permettant de rajouter 2 carbones à partir de 
l’acétyl-CoA sur un acide gras) permet de former des acide gras polyinsaturés à 
longue chaîne [160–162].  
La désaturation methyl end n’est réalisée que chez certains organismes, en 
particulier les plantes. Cette voie permet de synthétiser les acides gras essentiels 
qui ne sont pas synthétisés par les mammifères (oméga-6 et oméga-3). Cette 
désaturation est réalisée par le FAD2 (fatty acid desaturation) qui est une ω-6 oléate 
désaturase permettant de former l’acide linoléique (18:2(n-6)) à partir de l’acide 
oléique sur la position sn-2 de la phosphatidylcholine [163], [164]. La FAD3 est une 
ω-3 linoleate désaturase permettant de former l’acide α-linolénique (18:3(n-3)) à 
partir de l’acide linoléique sur la position sn-2 de la phosphatidylcholine [164], 
[165].  
Les désaturases sont des enzymes microsomales localisées sur le réticulum 
endoplasmique ou dans les plastes. La réaction d’oxydation permettant d’introduire 
une insaturation est couplée au cytochrome b5. L’extrémité N-terminale des 
désaturases front end est homologue au cytochrome b5 ce qui permet de coupler 
efficacement l’oxydation des acides gras et la réduction du cofacteur nicotinique 
[166]. 
2.3.2 L’énergie des acides gras 
La dégradation des acides gras permet à la cellule de récupérer de grandes 
quantités d’énergie sous forme de cofacteur réduit ou d’ATP. Dans les cellules 
eucaryotes, cette voie biochimique a lieu dans le peroxysome pour les acides gras 
d’origine exogène endocytés ou dans la mitochondrie.  
La spirale de Lynen 
La première étape de l’oxydation catabolique des acides gras est l’activation de 
l’acide gras par le CoA. Cette réaction est catalysée par une acyl-CoA synthétase 
mitochondriale ou peroxysomale [167], [168]. 
Dans la cellule eucaryote, le catabolisme des acides gras est assuré par la 
spirale de Lynen ou β-oxydation (Figure 2-23). A chaque tour de spirale, deux 
carbones sont éliminés sous forme d’acétyl-CoA. Il faut donc 
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Figure 2-23 : Spirale de Lynen ou β-oxydation des acides gras (n carbones). (1) oxydation 
du carbone β (2) hydratation de l’alcène (3) oxydation d’un alcool (4) thiolyse pour former 
un acétyl-CoA et un acyl-CoA à n-2 carbones qui subit un nouveau tour de la spirale de 
Lynen.  
Bilan énergétique de la β-oxydation des acides gras 
La β-oxydation d’une mole d’acide palmitique (16:0) permet de générer huit 
moles d’acétyl-CoA qui sont ensuite oxydées en carbone inorganique (CO2) dans le 
cycle de Krebs. L’oxydation complète d’une mole d’acétyl-CoA dans le cycle de 
Krebs permet de générer des cofacteurs réduits (trois moles de NADH,H+ et une 
mole de FADH2) et une mole de GTP (Tableau 2-5). L’oxydation d’une mole d’acide 
palmitique permet donc de réduire 31 moles de NADH,H+ et 15 moles de FADH2. 
Ces cofacteurs réduits sont ensuite réoxydés grâce à la chaîne de phosphorylation 
oxydative au niveau de la membrane interne des mitochondries permettant une 
production massive d’ATP par l’ATP synthétase. En effet la réoxydation d’une mole 
de NADH,H+ permet de synthétiser trois moles d’ATP et la réoxydation d’une mole 
de FADH2 permet de synthétiser deux moles d’ATP. Ainsi le bilan énergétique du 
catabolisme d’une mole d’acide palmitique est de 131 moles d’ATP. Par 
comparaison, le catabolisme oxydatif d’une mole de glucose ne permet de fournir 
« que » 38 moles d’ATP. 
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Tableau 2-5 : Bilan des voies cataboliques de dégradation des acides gras. 
Spirale de Lynen (bilan en mol/mol d’acide gras) 
 Acétyl-CoA NAPH,H+ FADH2 
16:0 8 7 7 
18:0 9 8 8 
 
Cycle de Krebs (bilan en mol/mol d’acétyl-CoA) 
 NAPH,H+ FADH2 GTP 
Acétyl-CoA 3 1 1 
 
Chaine respiratoire (bilan en mol/mol de cofacteur réduit) 
 ATP  
NADH,H+ 3  
FADH2 2  
2.3.3 Le transport intercellulaire des lipides 
Les lipides sont une source d’énergie importante apportée par l’alimentation. 
Les lipides sont absorbés de façon efficace par le système digestif et circulent dans 
le sang, chez l’Hommes, sous forme d’agrégats lipo-protéiques appelés 
lipoparticules (ou lipoprotéines).  
Chez l’Homme, les lipoparticules peuvent être classées selon leur densité, 
directement corrélée au rapport lipide/protéine (Tableau 2-6). Les chylomicrons 
sont les plus grosses particules, elles peuvent atteindre 1 µm de diamètre. Étant 
principalement composées de triacylglycérols, ces particules sont aussi les moins 
denses. Les HDL (high density lipoparticles) comportent environ 50% de protéines et 
50% de lipides, et sont les lipoprotéines les plus denses. 
Les lipoparticules sont formées d’un cœur de lipides neutres (esters de 
cholestérol et triacylglycérols en proportion variable) (Tableau 2-6), d’une couche de 
lipides amphiphiles (PC et cholestérol) et d’apoprotéines. Il existe cinq classes 
d’apoprotéines : A, B, C, D et E. L’apoprotéine B (apoB) est la protéine structurale 
des lipoparticules. L’apoC permet de réguler la lipolyse des lipoparticules et l’apoE 
permet l’internalisation en se fixant sur des récepteurs spécifiques. 
Tableau 2-6 : Composition et caractéristique des lipoprotéines du plasma humain.  
 
Chylomicrons VLDL LDL HDL 
 
    
Masse (MDa) 0,4 - 30 10 - 100 2 - 3,5 1,75 - 3,6 
Densité (g/mL) <0,95 0,95 - 1,006 1,019 - 1,063 1,063 - 1,210 
Diamètre (nm) 80 - 1000 30 - 90 18 - 22 5 - 12 
Apolipoprotéines AI, AII, AIV, B-48, CI, CII, CIII, E 
B-100, CI, CII, 
CIII, E B-100 
AI, AII, AIV, CI, 
CII, CIII, D, E 
TAG : triacylglycérols LDL : low density lipoparticle (lipoparticules à faible densité) 
VLDL : very low density lipoparticules (lipoparticules à très faible densité) 
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La voie endogène 
Plus de 90% des lipides sont apportés sous forme de triacylglycérols par les 
huiles et graisses alimentaires. Le système digestif des mammifères est très efficace 
pour absorber les lipides du bol alimentaire. Les lipides alimentaires sont 
hydrolysés en leur constituants de base (acides gras libres, monoacylglycérols, 
cholestérol libre, lisophosphatidylcholine) par des lipases acides, sécrétées dans 
l’estomac [169]. Ces lipides sont ensuite complexés sous forme de micelles avec les 
acides biliaires (acides dérivés du cholestérol) dans l’intestin pour faciliter leur 
absorption au niveau des entérocytes (Figure 2-24). Les acides gras, les 
monoacylglycérols et le lisophosphatidylcholine diffusent librement au travers de la 
membrane apicale des entérocytes [170], [171]. Cependant, des transporteurs actifs 
de la famille des transporteur ABC, ATP dépendants (ABCG5 et ABCG8) sont 
impliqués dans l’absorption du cholestérol [169], [170].  
Les acides gras sont ré-estérifiés dans le réticulum par la voie de la synthèse 
des monoacylglycérols par des monoacylglycérol acyltransférases (MGAT). La 
protéine DGAT2 (cf. 2.1.4 ci-dessus) permet ensuite de former des triacylglycérols 
dans le réticulum endoplasmique (Figure 2-24). Près de 80% du cholestérol absorbé 
est ainsi estérifié dans le réticulum endoplasmique par une acyl-CoA:cholestérol 
acyltransférase (ACAT).  
La synthèse des chylomicrons est effectuée uniquement par les entérocytes et 
permet le transport et la distribution des lipides alimentaires. La synthèse des 
chylomicrons commence dans le réticulum endoplasmique par la traduction de la 
protéine apoB-48 (ARNm épissé ne comprenant que les 48% N-terminaux de 
l’apoB-100). L’apoB-48 est ensuite rapidement transférée dans le réticulum 
endoplasmique lisse où elle est chargée en triacylglycérols pour former un 
chylomicron naissant. Le transport des chylomicrons naissants du réticulum 
endoplasmique vers le Golgi se fait dans une vésicule contenant une unique 
lipoparticule (PCTV, pre-chylomicrons transport vesicle). Le PCTV bourgeonne à 
partir du réticulum lisse grâce à l’action de la petite protéine G Sar1 qui recrute le 
manteau COPII. L’adressage au Golgi serait assuré par la présence de la SNARE 
VAMP-7 [172–174]. Le transporteur microsomal des triacylglycérols (MTP, 
microsomal triglyceride transport protein) associé au réticulum et au Golgi va 
charger en triacylglycérols le cœur du chylomicron. Dans le Golgi, les chylomicrons 
sont maturés par glycosylation et association avec les autres apoprotéines. Les 
chylomicrons matures sécrétés par les entérocytes contiennent apoB-48 ainsi que 
apoC et apoE.  




Figure 2-24 : Absorption des lipides alimentaires par l’entérocyte (cellule intestinale). Les 
lipides issus de l’alimentation sont hydrolysés en acides gras, monoacylglycérols (MAG) et 
cholestérol par les enzymes stomacales, puis agrégés sous forme de micelles avec les sels 
biliaires secrétés par le foie via la vésicule biliaire. Ces micelles facilitent l’absorption des 
lipides par les entérocytes. Les lipides entrent dans la cellule par simple diffusion ou par 
l’action d’un transporteur spécifique. Les enzymes du réticulum endoplasmique vont ensuite 
reformer les esters de cholestérol (EC) et des triacylglycérols (TAG) qui sont incorporés 
dans les chylomicrons (CM). Les CM sont des agrégats amorphes constitués d’un cœur de 
TAG et d’EC entourés d’une monocouche de phospholipides (principalement 
phosphatidylcholine, PC) et de cholestérol à laquelle est associée la protéine apoB-48. Les 
CM sont transportés dans le Golgi où la protéine microsomale de transport des 
triacylglycérols (MTP, microsomal triglycerid transport protein) charge l’apoB-48 en TAG. 
Les CM sont ensuite sécrétés dans la circulation générale vers le foie et les tissus.  
Les chylomicrons distribuent au foie et aux organes consommateurs d’acides 
gras, les lipides alimentaires. Dans les capillaires, les lipoprotéines lipases 
associées à l’endothélium (LPL), activées par l’apoC, hydrolysent les triacylglycérols 
pour libérer des acides gras qui sont utilisés comme source d’énergie par les 
cellules musculaires ou stockés dans les adipocytes [175]. Les chylomicrons vont 
progressivement perdre leur contenu en acide gras pour former des rémanents 
contenants des esters du cholestérol, des phospholipides (PC), apoB-48, et apoE. 
Les rémanents sont absorbés par les cellules hépatiques pour être dégradés dans 
les lysosomes en cholestérol et acides gras. Le cholestérol sert, entre autres, à la 
synthèse des sels biliaires, évacués vers la vésicule biliaire.  
Le métabolisme des lipoparticules 
Les HDL sécrétées par le foie contiennent l’apoprotéine A, E et C. Dans la 
circulation, les rémanents de chylomicrons et de LDL forment des HDL. 
Contrairement aux HDL hépatiques, les rémanents ne contiennent pas l’apoE mais 
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sont enrichis en ester de cholestérol. La LCAT (lécithine cholestérol acyl 
transférase) plasmatique estérifie le cholestérol présent à la surface des HDL. Les 
esters de cholestérol sont ensuite internalisés au cœur des HDL permettant à la 
surface de capter le cholestérol libre en excès sur les surfaces des cellules et dans 
le plasma. Les HDL sont ensuite internalisés par le foie grâce à des récepteurs de 
l’apoE. La dégradation lysosomale des HDL permet un recyclage des composants 
(acide aminés, acides gras et cholestérol). 
 
Figure 2-25 : Métabolisme plasmatique des lipoparticules. Les chylomicrons (CM) sont 
sécrétés par les entérocytes à partir de l’absorption des lipides alimentaires. Les 
hépatocytes récupèrent les lipides des chylomicrons et sécrètent des VLDL immatures et 
des HDL [176]. Dans le plasma, les VLDL récupèrent l’apoA sur les HDL puis distribuent 
leur contenu en acides gras (AG) lors de leur passage à proximité des cellules 
consommatrices d’AG (cellules musculaires ou adipocytes par exemple). Les lipoprotéines 
lipases (LPL) sont activées par l’apoC. La perte progressive des AG des VLDL provoque 
une augmentation relative de leur contenu protéique et donc de leur densité pour former 
des LDL qui ne contiennent presque plus de triacylglycérols (TAG). Les LDL enrichies en 
esters de cholestérol (CE) retournent aux hépatocytes via les récépteurs des LDL (LDLR). 
En vert sont indiquées les apoprotéines présentes sur les lipoparticules, en brun les lipides 
amphiphiles formant la couche externe et en orange les lipides neutres formant le cœur des 
lipoparticules. PC : phosphatidylcholine ; Ch : cholestérol ; Vit : vitamines liposolubles (A, E 
et K) ; IDL : intermediate density lipoparticules (lipoparticule à densité intermédiaire). 
Les VLDL sont riches en triacylglycérols et captent l’apoA des HDL. Comme 
pour les chylomicrons, les triacylglycérols contenus dans les VLDL sont 
progressivement hydrolysés dans les capillaires des muscles et du tissu adipeux. 
La perte d’acides gras permet la transformation progressive des VLDL en LDL. 
L’oxydation des LDL est un facteur de risque important de l’athérosclérose [177], 
[178]. L’oxydation de l’apoB-100 des LDL induit leur phagocytose par les 
macrophages circulants qui deviennent des cellules spumeuses (macrophage gonflé 
de gouttelettes lipidiques) à l’origine du dépôt des plaques d’athérome [179], [180]. 
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Les hépatocytes sont responsables de la synthèse et de la sécrétion des VLDL 
permettant de redistribuer les acides gras et le cholestérol aux cellules de 
l’organisme. Les acide gras utilisés pour la synthèse des VLDL proviennent de 
l’internalisation et de la dégradation des rémanents de lipoparticules, d’acides gras 
alimentaires (via la veine porte) et du stock contenu dans les gouttelettes lipidiques 
(mobilisation des ressources). La synthèse des VLDL commence dans le réticulum 
endoplasmique. L’apoB-100 est une large glycoprotéine amphipatique de plus de 
515 kDa qui est cotraductionnellement lipidée grâce à la MTP pour former une 
lipoparticule primordiale (Figure 2-26) [181–183]. En cas de carence lipidique, apoB 
n’est pas lipidée et est dégradée (voie ERAD). Les lipoparticules primordiales 
faiblement lipidées sont ensuite transportées dans le Golgi dans des vésicules de 
transport spécifiques aux VLDL (VTV, VLDL transport vesicles). Les VTV sont 
formées au niveau des ERES par la voie Sar1-COPII [181], [184]. Cependant, les 
VTV sont plus larges qu’une vésicule de transport classique et ne comportent 
qu’une seule lipoparticule (Figure 2-26). Les VTV possède la v-SNARE Sec22b qui 
permet leur adressage au cis-Golgi. Dans le Golgi, apoB sera glycosylée [185], 
phosphorylée et lipidée [182], [186] et la VLDL acquiert d’autres apoprotéines 
(apoA, C et E) afin de former une VLDL mature qui est sécrétée [181] par des 
vésicules de transport spécifiques.  
 
Figure 2-26 : Synthèse des VLDL dans les hépatocytes. Dans le réticulum endoplasmique 
(ER), apoB est cotraductionnellemnt lipidée par MTP. Le VLDL primordial (pré-VLDL) est 
ensuite transporté dans une vésicule dédiée (VTV) formée par bourgeonnement de Sar1-
COPII. Dans le Golgi, la pré-VLDL s’associé aux autres apoprotéines et est maturée en 
VLDL par glycosylation, lipidation et phosphorylation avant d’être sécrétée dans le milieu 
extracellulaire. PM : membrane plasmique ; TAG : triacylglycérol.  
2.4 Intérêt socioéconomique des lipides 
Les lipides ont une importance économique considérable, principalement dans 
le secteur agroalimentaire, ainsi que plus récemment dans le domaine de l’énergie 
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et de la chimie verte. La production, la transformation et l’utilisation des lipides 
sont au cœur d’enjeux sociétaux déterminants, particulièrement en temps de crise 
(cf. 2.4.2 ci-dessous). Enfin, l’industrie des lipides génère de considérables volumes 
d’échange. Par exemples, la production mondiale des huiles végétales représente 
environ 160 millions de tonnes par an [187] soit une valeur marchande d’environ 
170 milliards de dollars (USD). 
2.4.1 L’économie des lipides  
Les huiles végétales 
Les huiles végétales sont la principale source d’acides gras sous forme de 
triacylglycérols. Elles peuvent provenir de l’extraction de graines oléagineuses 
(tournesol, colza, coton) ou de fruits (olive, noix, arachides, coco). Près de 90% de la 
production mondiale d’huiles végétales proviennent de quatre huiles majeures 
(l’huile de palme, l’huile de soja, l’huile de colza et l’huile de tournesol) (Figure 
2-27). La production, qui est soumise aux contraintes climatiques, est répartie en 
fonction de facteurs historiques et culturels. Ainsi, l’huile de palme, produite 
principalement en Malaisie et en Indonésie (85% de la production mondiale), 
représente plus du tiers de la production mondiale d’huile végétale (Figure 2-27). 
Inversement, l’Europe, pour des raisons culturelles, est la principale productrice et 
consommatrice d’huile d’olive (l’huile d’olive est un produit purement 
méditerranéen) avec 73% de la production mondiale. La cotation des huiles 
végétales suit l’évolution des prix des matières premières agricoles [188] ; après une 
forte hausse dans le début des années 2000, les cours sont aujourd’hui 
globalement à la baisse. 
 
 
Figure 2-27 : Huiles végétales. (A) Part relative des principales huiles végétales 
comestibles. Les chiffres indiquent la production mondiale annuelle en 2012/2013 (en 
millions de tonnes) ; (B) Cotation moyenne des principales huiles végétales en 2011/2012 
en dollars US par tonne (USD/T). [187] 
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Les huiles végétales, à l’exception de l’huile de palme, sont liquides à 
température ambiante en raison de leur composition riche en acides gras insaturés 
(acide oléique 18:1(n-9) et acide linoléique 18:2(n-6)) (Tableau 2-1). Grâce à sa 
richesse en acides gras saturés (acide palmitique 16:0), l’huile de palme est 
concrète (solide à température ambiante). 
Tableau 2-7 : Composition moyenne de cinq huiles végétales majeures. (modifié d’après 
Gurr, Harwood, & Frayn, 2002) 
  Palme Soja Colza Tournesol Olive 
14:0 Acide myristique 1     
16:0 Acide palmitique 43 11 4 6 10 
18:0 Acide stéarique 4 4 2 6 2 
18:1(n-9) Acide oléique 41 22 56 18 78 
18:2(n-6) Acide linoléique 10 53 26 69 7 




Acide érucique  1 2   
Composition en % massique (ie. g pour 100 g d’acide gras total) 
La valorisation des tissus adipeux 
Les graisses animales proviennent de la récupération et de la valorisation des 
tissus graisseux des animaux sous forme de suifs (graisse de bœuf), de saindoux 
(graisse de porc) de graisses animales et d’huiles de poissons. On distingue3 
catégories de sous-produits animaux (SIFCO, syndicat des industries françaises 
des coproduits animaux) : 
1. Catégorie 1 (destinée à la destruction) : sous-produits provenant 
d’animaux d’origine suspecte (abattages sanitaires) ou non traçable 
(animaux de compagnie) ; 
2. Catégorie 2 (interdite pour l’alimentation humaine ou animale) : sous-
produits de l’équarrissage (animaux morts hors abattoirs) ; 
3. Catégorie 3 (valorisable en alimentation) : sous-produits issus 
d’animaux sains obtenus en condition contrôlée 
Les graisses des catégories 1 et 2 sont utilisées comme combustibles de 
chaudière. L’avantage, par rapport au fioul dont ils sont une alternative équivalente 
en terme de rendement énergétique, est que leur combustion ne dégagerait pas de 
souffre ni d’azote (Ministère de l’Agriculture). Plus de la moitié des graisses de 
catégories 3 sont traditionnellement destinées à la lipochimie, en particulier à la 
fabrication de savon (saponification) (53% de la production). Le tiers de la 
production de graisses animales est destiné à l’alimentation animale (Figure 2-28). 
Seules les graisses de volaille et de porc (saindoux) sont utilisées en alimentation 
humaine (à l’exception des graisses de bœuf (suifs) utilisées en Belgique !). 
Récemment, les graisses animales ont aussi été utilisées dans la fabrication de 
biocarburants.  




Figure 2-28 : Destination des corps gras animaux de catégorie 3 en 2012 (syndicat des 
industries française des coproduits animaux (SIFCO)). Les graisses animales sont un sous-
produit issu de l’abattage des ruminants (bovins, ovins et caprins). La graisse d’os provient 
du dégraissage à la chaleur des os issus d’abattage. Les graisses de porc sont issues du 
dégraissage des os de porc et du traitement de la couenne. Le suif est la graisse de bœuf 
obtenue après abattage (et donc non utilisable en alimentation humaine). Enfin le saindoux 
provient du traitement du gras de porc avant abattage.  
Les graisses des animaux terrestres sont solides à température ambiante en 
raison de leur richesse en acides gras saturés (acide palmitique et acides gras à 
courtes chaînes pour les graisses d’origine ovine ou caprine) (Tableau 2-8). 
Inversement, les huiles de poissons sont riches en acides gras mono-insaturés et 
polyinsaturés à longues chaînes. En particulier les poissons gras (saumon, sardine, 
maquereau, hareng) apportent des acides gras polyinsaturés essentiels de la famille 
des oméga-3 (EPA ou DHA par exemple).  
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Tableau 2-8 : Composition en acides gras de quelques graisses et huiles animales [189] 
  
Bœuf Porc Ovin Caprin Volaille 
Poisson 
(huile de foie 
de morue) 
4:0- 
12:0 (acides gras à courtes chaînes)   10-20   
14:0 Acide myristique 3 1 11 1 6 
16:0 Acide palmitique 26 25 26 27 8 
16:1 Acide palmitoléique 9 3 3 9 10 
18:0 Acide stéarique 8 13 11 7 3 
18:1(n-9) Acide oléique 45 45 26-29 45 17 




Acide érucique     25 
20:5(n-3) Acide eicosapentaénoïque (EPA)     10 
22:6(n-3) Acide docosahexaénoïque (DHA)     11 
Composition en % massique (ie. g pour 100 g d’acide gras total) 
Les matières grasses laitières 
La production mondiale annuelle de lait est supérieure à 700 milliards de 
litres ce qui représente une valeur marchande de plus de 200 milliards d’euros. La 
production mondiale est en progression, soutenue par une augmentation de la 
demande asiatique [190]. En France, les matières grasses laitières (beurre 
principalement) représentent près de 20% de l’utilisation du lait (évaluée en matière 
sèche utile du lait).  
Le beurre est une matière grasse tartinable (émulsion d’eau dans l’huile) à 
teneur en lipides d’origine laitière comprise entre 80% et 90% (Groupe d'Etude des 
Marchés de Restauration Collective et de Nutrition (GEMRCN)) [191]. La France est 
le plus gros consommateur de beurre avec plus de 7 kg consommés par an et par 
habitant (C.N.I.E.L.) (Figure 2-29). Ainsi, deux beurres bénéficient d’une appellation 
d’origine contrôlée (beurre d’Issigny et beurre Charente-Poitou). La fabrication du 
beurre repose sur l’agitation énergique de la crème du lait pour séparer les lipides 
qui s’agrègent ensuite entre eux (le beurre) du liquide résiduel (le babeurre). 
Traditionnellement, la crème est battue dans une baratte (barattage) pour donner 
du "beurre de baratte". 




Figure 2-29 : Production et consommation mondiale de beurre. (A) Part relative de chaque 
continent dans la production mondiale de beurre ; (B) Consommation des 25 pays les plus 
consommateurs de beurre (en kg/habitant/an). (D’après les données du rapport 2013 du 
Centre National Interprofessionnel de l’Économie Laitière (C.N.I.E.L) [190]). 
L’utilisation des lipides 
Les lipides sont une matière première indispensable pour l’industrie 
agroalimentaire car ils sont directement responsables de la texture et du goût des 
aliments. Les surfactants ou émulsifiants sont des lipides amphiphiles dont 
l’utilisation est très largement répandue pour améliorer ou modifier la palatabilité 
des aliments. Les surfactants ont de multiples rôles allant de la stabilisation d’une 
émulsion, l’aération des crèmes glacées, l’allongement de la conservation des 
produits panifiés, ou le contrôle de la texture (agent texturant).  
Une autre utilisation historique des lipides est la saponification (hydrolyse 
basique des triacylglycérols) à la base de l’industrie des savons et des détergents.  
Les lipides sont aussi utilisés dans les procédés d’encapsulation de certains 
produits pharmaceutiques ou cosmétiques. Les micelles ainsi formées permettent 
d’augmenter la biodisponibilité du principe actif.  
La raréfaction des ressources pétrolières, non renouvelables, a engendré un 
regain d’intérêt pour l’utilisation des lipides comme source de carbone dans 
l’industrie chimique. L’oléochimie verte permet de produire les précurseurs des 
synthèses chimiques à partir des huiles végétales. Les huiles peuvent aussi être 
directement utilisées comme carburant (biodiesels) dans les moteurs diesels.  
Enfin, les lipides sont aussi utilisés dans les peintures et les cires. 
2.4.2 Les enjeux de la filière des lipides 
L’huile de palme : exception culturelle française 
L’huile de palme représente 30% à 35% de la production d’huile végétale 
mondiale et 85% de sa production est réalisée en Malaisie et en Indonésie [192]. 
L’élaeiculture (culture du palmier à huile) est caractérisée par un rendement 
exceptionnel expliquant en partie le coût de production très faible de l’huile de 
palme, parmi les plus bas des huiles végétales (coût de production inférieur de 20% 
à celui du soja [193]). Ainsi, l’élaeiculture peut générer des revenus stables et 
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élevés pour des populations rurales du Sud sur plusieurs générations. C’est 
pourquoi l’élaeiculture s’est fortement développée dans la zone intertropicale ces 
dernières années, et est à l’origine de perturbations anthropiques majeures pour 
ces écosystèmes fragiles (déforestation, concurrence avec les forêts primaires 
sanctuaires de biodiversité, utilisation massive d’intrants). Ainsi certaines ONG 
écologistes pointent du doigt les ravages de la déforestation massive de la forêt 
tropicale sur les dernières populations d’Orang-outang (www.sauvonslaforet.org, 
WWF). C’est pour lutter contre les dérives d’une industrialisation massive de 
l’élaeiculture, que des labels ont été mis en place comme par exemple celui de la 
table ronde pour une huile de palme durable (RSPO, Roundtable on Sustainable 
Palm Oil [194]). 
Du point de vu nutritionnel, l’huile de palme est plus riche en acides gras 
saturés (AGS), en particulier l’acide palmitique (45% à 55%) (Tableau 2-7). Or une 
régime alimentaire riche en AGS augmente le risque de développer des pathologies 
cardiovasculaires [195]. L’huile de palme doit donc être consommée avec 
modération. Paradoxalement, la composition riche en AGS de l’huile de palme en 
fait une huile végétale intéressante pour l’industrie agroalimentaire : c’est une huile 
concrète (solide à température ambiante), bon marché, ayant une bonne résistance 
à l’oxydation et aux traitements thermiques [193]. Ainsi, on la retrouve dans de 
nombreux produits finis, sous la mention « huile(s) végétale(s) » dont les qualités 
organoleptiques et la palatabilité (fondant, onctuosité, croquant, croustillant, etc.) 
sont en majeure partie apportée par les matières grasses.  
Les autorités sanitaires recommandent un apport varié et équilibré en matière 
grasse de façon à apporter les acides gras essentiels en quantité suffisante. Or, 
l’omniprésence de l’huile de palme dans l’industrie agroalimentaire va à l’encontre 
de ces recommandations. Ce problème est à l’origine de l’amendement « Nutella » 
proposé par le sénateur Yves Daudigny. Cette proposition avait comme objectif de 
diminuer l’utilisation de l’huile de palme par l’industrie agroalimentaire en 
augmentant les taxes liées à son importation. A terme, cela aurait favorisé 
l’utilisation de matières grasses alternatives pour diversifier l’apport de matières 
grasses pour l’alimentation humaine. Cette proposition a été vivement critiquée par 
les pays producteurs et n’a pas été suivie par les autres grands consommateurs 
d’huile de palme (Inde, Chine, Europe et Etats Unis principalement [192]). Cette 
proposition de loi à l’origine de la stigmatisation de l’huile de palme a finalement 
été abandonnée.  
En conclusion, la charge exercée contre l’huile de palme vise la composition 
en acide gras saturés dont l’abus dans les régimes occidentaux est l’un des 
facteurs de l’épidémie d’obésité des pays du Nord (cf. 3.3.4 ci-dessous). L’huile de 
palme n’est pas mauvaise en soi pour la santé dans le sens où sa consommation 
raisonnée n’est pas toxique. Parallèlement, l’élaeiculture raisonnée permet aux 
pays du Sud, situés en zone intertropicale, d’accéder à une source de revenus 
stables et élevés profitant à une population rurale défavorisée (50% de l’huile de 
palme est produite dans des exploitations familiales de petite taille). A l’interface 
entre développement économique des pays producteurs et retentissement d’un 
régime alimentaire trop riche, l’utilisation de l’huile de palme n’est contestée qu’en 
France. 
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Peut-on remplacer le pétrole par de l’huile ? 
En France, environ 70% du parc automobile a un moteur diesel. Le taux de 
diésélisation français est parmi les plus forts d’Europe. Dans les autres pays, le 
ratio diesel/essence est plus équilibré (taux de diésélisation entre 30% et 50%). 
Cette diésélisation massive du parc automobile français est expliquée par des choix 
politiques. Dans les années 80, afin de relancer l’économie, la France met en place 
un allègement des taxes sur le diesel pour soutenir l’agriculture et l’industrie (taux 
de taxation des produits pétrolier – la TIPP, taxe intérieure de consommation sur 
les produits pétroliers ; remplacée depuis 2013 par la TICPE, taxe intérieure de 
consommation sur les produits énergétiques – plus faible et déduction de la TVA). 
Ce subventionnement du diesel a aussi permit de soutenir l’industrie automobile 
française, spécialisée dans la motorisation diesel. Cependant, le fort taux de 
diésélisation implique une grande consommation de diesel, non satisfaite par la 
seule production des raffineries françaises (la distillation fractionnée 
atmosphérique du pétrole brut ne permet de récupérer que 20% à 30% de gazole, 
dont deux tiers sont utilisés dans la production du diesel). Ainsi, une grande partie 
du diesel consommé doit être importée (Russie principalement [Ministère de 
l’écologie, du développement durable et de l’énergie]). 
Les moteurs diesels rejettent dans l’atmosphère des particules, ayant pour 
origine la combustion incomplète du carburant. Les particules en suspension dans 
l’atmosphère sont classées selon leur taille. Les particules fines ont un diamètre 
inférieur à 2,5 µm (PM2,5). L’OMS considère les particules fines contenues, entre 
autres, dans les gaz d’échappement, comme cancérigènes et directement 
responsables d’atteintes pulmonaires (comme l’asthme) et de maladies 
cardiovasculaires. L’OMS recommande une exposition au PM2,5 inférieure à 
25 µg/m3 en 24h [196]. La pollution aux particules fines à principalement des 
causes anthropiques ; la combustion du bois étant la principale source de 
particules fines, suivie par la combustion des carburants dérivés du pétrole (fioul 
domestique, diesel, gaz, etc.).  
Les moteurs diesels étaient initialement conçus pour fonctionner 
indifféremment avec de l’huile de pétrole ou avec de l’huile végétale. Le faible coût 
du pétrole avant les chocs pétrolier a favorisé l’utilisation du diesel. En réponse à 
l’augmentation du prix du pétrole ces dernières années et pour réduire les 
émissions de gaz à effet de serre (réchauffement climatique), le développement de 
carburants alternatifs est une solution de plus en plus envisagée. Les 
biocarburants permettraient de réduire de 60% à 90% les émissions de gaz à effet 
de serre par rapport à l’utilisation de ressources fossiles (ADEME1) [197]. En effet, 
le rejet de gaz à effet de serre lors de la combustion des huiles végétales est en 
partie compensé par leur absorption par la plante lors de sa croissance 
(photosynthèse). De plus, les huiles végétales ont l’avantage de représenter une 
ressource renouvelable et leur combustion émettraient moins de particules fines. 
L’utilisation d’huiles végétales brutes (non raffinées) pose des problèmes 
techniques pour une utilisation à grande échelle. L’huile végétale se fige en hiver à 
cause de sa température de fusion insuffisamment basse. De plus, la qualité 
                                                           
1 Agence de l’environnement et de la maitrise de l’energie 
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inégale des huiles brutes (dépendant du type d’huile et du procédé d’extraction) 
nécessiterait d’adapter les moteurs pour chaque huile, ce qui n’est pas 
envisageable dans les moteurs diesels récents. 
Le biodiesel est une huile végétale raffinée et standardisée, dont les qualités 
homogènes présentent des caractéristiques proche de celles du diesel. Le biodiesel 
peut être utilisé sans restriction dans les moteurs diesels récents. Cependant les 
capacités de production actuelles ne permettent pas encore une production en 
masse de biodiesel, la production étant d’environ 20 millions de tonnes par an (les 
besoin en diesel en Europe et aux États Unis sont de près de 500 millions de 
tonnes par an). Le biodiesel est issu de la transestérification des triacylglycérols 
avec un alcool (méthanol – EMVH (ester méthylique d’huiles végétales) ou éthanol – 
EEVH (ester éthylique d’huiles végétales)) (Figure 2-30). N’importe quelle huile 
végétale peut être utilisée pour produire des biodiesels (huile alimentaire, huile non 
alimentaire, huile de friture, etc.).  
 
Figure 2-30 : Production de biodiesel par transestérification. La production de biodiesel 
repose sur la transesterification des triacylglycérols contenu dans les huiles végétales avec 
un alcool (méthanol, éthanol, etc) et coproduit du glycérol, valorisable (glycérine). EMHV : 
ester méthylique d’huiles végétales (biodiesel). 
Les biodiesels de première génération utilisent des huiles alimentaires (colza 
en France) ce qui pose la question de la compétition avec l’alimentation humaine. 
Pour cela, les biocarburants de deuxième génération utilisent des ressources 
végétales non alimentaires (huiles non alimentaire comme par exemple l’huile de 
jatropha extraite des graines de Jatropha curcas). La valorisation des coproduits 
(déchets) de l’industrie agroalimentaire ou papetière pourrait être une solution. 
Enfin, les biocarburants de troisième génération utilisent les huiles produites par 
certaines espèces de micro-algues (comme par exemple Chlamydomonas reinhardtii 
ou Botryococcus braunii). La production de micro-algues en photo-bioréacteurs 
présente de nombreux avantages potentiels mais des défis technologiques et 
scientifiques reste à surmonter pour démontrer sa faisabilité industrielle [198]. Les 
biodiesels de deuxième et de troisième génération nécessitent donc encore des 
efforts de recherche ; en particulier en terme de rendement lipidique des espèces 
utilisées [199–201].  
Outre l’utilisation en carburant, le pétrole est aussi utilisé par l’industrie 
pétrochimique pour la synthèse de molécules chimiques. Les huiles végétales 
représentent, pour ce secteur une source de carbone alternative [200] séduisante – 
propre (dans la limite d’une agriculture raisonnée), écologiques (bilan carbone 
faible ou nul) et potentiellement économique sur le long terme. Cette utilisation des 
huiles végétales n’en est pour le moment qu’au stade expérimental.  
Lipides et Trafic intracellulaire 
63 
 
3 Lipides et Trafic 
intracellulaire  
3.1 Les lipides, acteurs du trafic intracellulaire 
3.1.1 Composition différenciée des membranes internes 
Les membranes de la cellule ne sont pas homogènes en composition lipidique 
(sans parler de la composition protéique). Il existe un gradient de teneur en 
sphingolipides et en cholestérol du réticulum, qui n’en comporte quasiment pas, à 
la membrane plasmique, où leurs concentrations sont maximales [202–204]. Or les 
sphingolipides possèdent majoritairement des chaînes d’acides gras saturées. Les 
membranes enrichies en sphingolipides et cholestérol sont in vitro 
préférentiellement dans une phase lo (liquid ordered), où les lipides sont plus 
densément agencés et plus rigides. Ainsi, il est possible de distinguer deux 
territoires membranaires au sein de la cellule (Figure 3-1) : 
- les membranes de la voie sécrétoire précoce, avec de nombreux défauts 
de packing, fluides, 
- la membrane plasmique et les endosomes, plus rigides. 
Le Golgi possède une composition intermédiaire, et présenterait un gradient 
en cholestérol et sphingolipides du cis-Golgi au trans-Golgi, faisant le lien entre les 
deux territoires membranaires. 
L’enrichissement relatif des membranes endosomales en sphingolipides et 
cholestérol est assuré en partie par un tri lipido-protéique réalisé au niveau du 
Golgi. Les protéines transmembranaires des endosomes possèdent des domaines 
transmembranaires plus longs que ceux des protéines du Golgi ou du réticulum 
endoplasmique [205]. Ces protéines vont donc se retrouver dans des 
microdomaines enrichis en sphingolipides et cholestérol. Deux hypothèses peuvent 
expliquer le tri des protéines et des lipides [202], [205] : 
1. Les lipides se démixent et former des microdomaines, possédant une 
affinité pour les protéines endosomales ; 
2. Le regroupement des protéines à exporter (recrutement d’un manteau 
par exemple) entraîne la formation d’un microdomaine lipidique en 
raison de l’épaisseur des domaines transmembranaires. 
Outre les spingolipides et le cholestérol, les phosphoinositides (dérivés 
phosphatés du phosphatidylinositol) montrent aussi une répartition non aléatoire 
dans les membranes internes (cf. 3.1.2 ci-dessous).  




Figure 3-1 : Représentation du gradient lipidique et de son rôle dans le tri des protéines 
[202]. (a) Les membranes de la voie sécrétoire précoce (Biosynthetic recycling) sont 
pauvres en sphingolipides et cholestérol. Inversement, les membranes du système 
endosomal sont enrichies en sphingolipides et cholestérol ; (b) Les membranes de la voie 
sécrétoire précoce sont plus fines, moins denses et plus fluides alors que les membranes 
endosomales qui sont plus rigides et plus épaisses, permettent d’accommoder des 
protéines ayant un domaine transmembranaire plus long. 
Le maintient de la composition des membranes est cruciale pour la cellule. 
L’un des explications de la distribution intracellulaire des lipides repose en partie 
sur leur voie de biosynthèse. Les précurseurs de phospholipides sont synthétisés 
dans le réticulum endoplasmique puis sont transférés dans un autre compartiment 
(dans des vésicules de transport ?) où ils seront modifiés (Figure 3-2). Ainsi, les 
glycoglycérophospholipides (phospholipides glycosylés) sont formés dans le Golgi où 
résident les glycosyltransférases réalisant l’ajout des oses.  




Figure 3-2 : Synthèse et localisation à l’équilibre des phospholipides cellulaires (modifié 
d’après [113]). Le schéma indique le site de synthèse des lipides (en bleu) et la localisation 
des lipides impliqués dans la reconnaissance des membranes (en rouge). Cer : céramide ; 
GalCer : galactosylcéramide ; CHOL : cholestérol ; GlcCer : glucosylcéramide ; SM : 
sphingomyéline ; GSL : glycosphingolipides ; ISL : inositol sphingolipides ; Sph : 
sphingosine ; S1P : sphingosine-1-phosphate ; CL : cardiolipin. 
Enfin, les deux feuillets de la membrane plasmique ne sont pas symétriques. 
Le feuillet intracellulaire est enrichi en phospatidylsérine (PS), 
phosphatidyléthanolamine (PE) et phosphoinositides alors que le feuillet 
extracellulaire contient majoritairement des sphingolipides, des 
phospahtidylcholines et des glycolipides (Figure 3-3) [206], [207]. Cette asymétrie 
est maintenue par des flip-floppases qui catalysent le passage d’un feuillet à un 
autre des lipides. Un transporteur dépendant de l’hydrolyse de l’ATP de la famille 
des transporteurs ABC (ABCC1) est impliqué dans le transport de la 
phosphatidylcholine vers le feuillet extracellulaire (flop) [208]. Le transport flip (du 
feuillet extracellulaire vers le feuillet cytosolique) du PS et du PE est assuré par une 
ATPase de P-type IV (P4-ATPase) [209]. Enfin, des scramblases (littéralement 
mélangeases) assurent le transport bidirectionnel des phospholipides selon leur 
gradient. Les scramblases vont donc avoir tendance à rompre l’asymétrie de la 
membrane. Dans les cellules apoptotiques, la diminution de la production d’ATP lié 
à la perméabilisassions de la membrane externe de la mitochondrie entraine un 
arrêt du fonctionnement des flip-floppases membranaires et donc l’exposition de 
phosphatidylsérine sur le feuillet extracellulaire de la membrane plasmique.  
 




Figure 3-3 : La membrane plasmique est asymétrique [207]. Le feuillet cytosolique est 
enrichi en phospholipides chargés négativement alors que le feuillet extracellulaire est 
enrichi en glycolipides et sphingolipides. Cette asymétrie est activement maintenue par des 
flippases (transporteurs ABC et translocases).  
3.1.2 Rôles des phosphoinositides dans le trafic vésiculaire 
Les phosphoinositides, marqueurs de membranes 
Les phosphoinositides (PtIns) sont des dérivés réversiblement phosphorylés en 
position 3, 4 ou 5 du groupement inositol du phosphatidylinositol. Il existe ainsi 
sept phosphoinositides (Figure 3-4) : 
- trois phosphoinositides monophosphates (PtIns3P, PtIns4P et PtIns5P), 
- trois phosphoinositides biphosphates (PtIns(3,4)P2, PtIns(3,5)P2 et 
PtIns(4,5)P2), 
- un phosphoinositide triphosphate (PtIns(3,4,5)P3). 
 
Figure 3-4 : Métabolisme des phosphoinositides (modifié d’après [210], [211]. (A) Structure 
du phosphatidylinositol montrant la position des carbones 3, 4 et 5 pouvant être 
phosphorylés (entourés en rouge) ; (B) Schéma de conversion des phosphoinositides à 
partir du PtIns. MTM, myotubularines ; INPPs, inositol polyphosphate phosphatases ; 
PTEN, phosphatase and tensin homologue ; PLIP, PTEN-like lipide phosphatase ; PI3Ks, 
PtIns3 kinases (classes I, II ou III) ; PI4Ks, PtIns4 kinases (type II ou III) ; PIPK, 
phosphatidylinositol phosphate kinase (classes I, I ou III). 
Le phosphatidylinositol est le précurseur de base de tous les 
phosphoinositides. Les conversions sont assurées par des kinases et des 
phosphatases (Figure 3-4) [210], [212]. Les phosphoinositides sont une composante 
mineure des membranes (moins de 10% des phospholipides) [213] mais revêtent 
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une importance capitale dans de nombreux processus cellulaires, en particulier 
dans le trafic vésiculaire [212]. Ils se retrouvent dans les différentes membranes de 
la voie sécrétoire à l’exception de la membrane du réticulum endoplasmique. Ils 
sont insérés dans le feuillet interne des membranes, le groupement inositol exposé 
au cytosol et accessible aux kinases et phosphatases. De plus les 
phosphoinositides sont reconnus par une large variété de protéines cytosoliques 
grâce à des domaines d’interaction avec les phosphoinositides (PIBM, PI-binding 
modules [213]). Chaque domaine PIBM montre in vitro une préférence pour un ou 
plusieurs phosphoinositides. Les PIBM sont conservés et leur structure est connue 
(Figure 3-5) : 
- le domaine FYVE fixe le PtIns3P, 
- le domaine PX (PHOX homology) fixe le PtIns3P, 
- le domaine PH (pleckstrin homology) fixe le PtIns(3,4,5)P3 et le 
PtIns(4,5)P2, 
- les domaines ANTH et ENTH fixent le PtIns(4,5)P2 et le PtIns4P 
 
Figure 3-5 : Structure des domaines FYVE (A) et PH (B). (A) Structure du domaine FYVE 
de la protéine EEA1 [214] et représentation schématique du site de fixation du PtIns3P ; (B) 
structure du domaine C-terminal de la pleckstrine humaine (domaine PH) complexé avec le 
D-myo-inositol 1,2,3,5,6-pentakisphosphate (Ins(1,2,3,5,6)P5) [215] et représentation 
schématique du site de fixation de PtIns(3,4,5)P3. 
L’étude de la distribution cellulaire des phosphoinositides (grâce à l’expression 
de domaine spécifique de liaison aux phosphoinositides, et à la localisation et 
l’étude fonctionnelle des kinases et phosphatases) a permis de montrer que les 
compartiments de la voie endocytique et du TGN portent un phosphoinositide 
particulier. Le PtIns3P est localisé sur les membranes des endosomes précoces et 
tardifs [216] ainsi que dans la membrane des phagosomes [217]. Le PtIns4P est 
spécifique des sites de sortie du TGN (TGN exit sites) [218]. Le PtIns(3,5)P2 se 
retrouve concentré dans les endosomes tardifs et les corps multivésiculaires (MVB) 
alors que le PtIns(4,5)P2 est majoritairement associé à la membrane plasmique 
(Figure 3-6). 




Figure 3-6 Distribution intracellulaire des phosphoinositides [219]. TGN, trans-Golgi 
network ; Ph, phagosome ; Ph-Ly, phago-lysosome ; Ly, lysosome ; RE, recycling 
endosome ; LE, late endosome ; PAS, pre-autophagosomal structure ; MVB, multivesicular 
body ; EE, early endosome ; PM, plasma membrane. 
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3.2 Les gouttelettes lipidiques, une organelle à 
part entière 
Dans les cellules, dont les adipocytes, les triacylglycérols sont stockés dans 
des gouttelettes lipidiques. Elles sont connues depuis longtemps comme étant des 
inclusions de corps gras dans le cytoplasme des adipocytes. Si les adipocytes sont 
capables de synthétiser des gouttelettes lipidiques de grande taille (10 µm à 100 µm 
de diamètre), toutes les cellules eucaryotes auraient la capacité de synthétiser des 
petites gouttelettes lipidiques (de 100 nm à 1 µm de diamètre) [220]. Elles ont 
longtemps été décrites comme des organelles inertes de stockage de l’excès d’acides 
gras (et donc d’énergie) dans la cellule. Ces dernières années, les gouttelettes 
lipidiques ont acquis un statut d’organelles actives participant à de nombreux 
processus cellulaires et sont, de fait, devenues sujet d’étude (Figure 3-7).  
 
Figure 3-7 : Récurrence du terme lipid droplet dans la littérature scientifique (NCBI) 
3.2.1 Une structure particulière 
Une structure d’accumulation des lipides 
Les gouttelettes lipidiques sont constituées d’un cœur de lipides neutres (ester 
de cholestérol et d’acides gras et triacylglycérols) [221] entouré d’une monocouche 
de phospholipides à laquelle sont associées des périlipines (PLIN1-5) [222–225] 
(Figure 3-8). La composition en acide gras des gouttelettes lipidiques peut évoluer 
en fonction de l’état physiologique de la cellule et reflète la composition en acide 
gras du milieu extracellulaire. Ainsi, lors de la différentiation des adipocytes, les 
triacylglycérols et les phospholipides sont enrichis en acide gras insaturés. Ainsi, la 
monocouche des gouttelettes lipidiques matures est plus fluide que la monocouche 

























Figure 3-8 : Structure des gouttelettes lipidiques (A) Image de microscopie électronique 
montrant l’aspect d’une gouttelette lipidique dans la cellule. Barre d’échelle = 200 nm ; (B) 
image d’une gouttelette lipidique observée en cryomicroscopie électronique montrant la 
surface de la gouttelette délimitée par une seule structure dense aux électrons. Barre 
d’échelle = 20 nm ; (C) schéma de la structure d’une gouttelette lipidique. LD : lipid droplet 
(gouttelette lipidique). ((A) et (B) modifiés d’après [227]) 
Dans les cellules de mammifère, les phospholipides majoritaires de la 
monocouche sont des phospholipides neutres : le phosphatidylcholine (PC, 60%), le 
phosphatidyléthanolamine (PE, 24%) et le phosphatidylinositol (PI, 8%) [228]. En 
revanche aucun phosphoinositide n’a été identifié sur les gouttelettes lipidiques.  
La synthèse du PC est assurée par la voie de Kennedy (ajout de choline sur un 
DAG) ou par méthylation du PE par une PE-méthyl transférase (PEMT). Ces deux 
voies de synthèse du PC sont réalisées sur le réticulum endoplasmique. Des études 
récentes montrent que la CTP:Phosphocholine cytidyltransférase (CCT) qui catalyse 
l’étape limitante de la synthèse du PC, est localisée sur les gouttelettes lipidiques, 
via une hélice amphipatique capable de détecter une baisse de la proportion de PC 
dans une bicouche [229]. Cependant, la dernière étape permettant le transfert du 
groupement choline sur un DAG est réalisée dans le réticulum. De même, les 
enzymes permettant la synthèse du PC à partir du PS et du PE se trouvent sur les 
mitochondries (PS décarboxylase pour former du PE) et le réticulum endoplasmique 
(PEMT) [228]. Ainsi, lors de la croissance des gouttelettes lipidiques, un transport 
du PC doit être effectué entre le réticulum et la monocouche des gouttelettes 
lipidiques. Un transport vésiculaire n’a pas été démontré, aussi l’une des 
hypothèses possibles est un transfert de lipides par des protéines de transport. Par 
exemple, certains membres de la famille des STARD sont capables de transférer le 
PC entre deux organelles [228], [230]. Cependant aucune protéine de transport du 
PC n’a été localisée autour des gouttelettes lipidiques pour l’instant. Néanmoins, 
ces protéines peuvent être concentrées dans les sites de contact entre le réticulum 
et les gouttelettes lipidiques pour permettre un transfert direct et rapide des 
lipides. Enfin, une continuité membranaire entre les gouttelettes et le réticulum 
peut permettre la diffusion des lipides [231]. 
Le cœur de lipide neutre ne formerait pas une phase uniforme. Les différents 
TAG peuvent se regrouper selon la température de fusion. Dans certaines 
conditions de croissance, les TAG et les esters de cholestérols peuvent être ségrégés 
[232], [233]. Les modélisations moléculaires des gouttelettes lipidiques montrent 
une structuration en feuillets.  
Des protéines associées 
En raison de leur composition, les gouttelettes lipidiques peuvent être assez 
simplement isolées par fractionnement sur gradient de sucrose [234]. Ainsi 
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plusieurs auteurs ont tenté d’établir l’analyse du protéome complet des gouttelettes 
lipidiques dans différents types cellulaires et différentes conditions [235–237]. Ces 
études permettent de mettre en évidence de nombreuses protéines associées aux 
gouttelettes lipidiques dans des systèmes aussi divers que Saccharomyces 
cerevisiae, Drosophila, et différentes cellules de mammifères (lignée cellulaire ou 
tissu) [238]. Parmi les protéines le plus souvent identifiéss, se trouvent les 
protéines à domaine PAT [239] ou périlipines [225] (PLIN1-5). Les périlipines 
partagent une même organisation (Figure 3-9) et sont localisées autour des 
gouttelettes lipidiques. Les périlipines ont un effet surfactant en s’associant à la 
monocouche des gouttelettes lipidiques via le domaine PAT. Les PLIN contrôlent la 
lipogenèse (croissance des gouttelettes lipidiques) et la lipolyse (mobilisation des 
lipides neutre) par des interactions de leur domaines C-terminaux avec d’autres 
partenaires qu’elles recrutent à la surface des gouttelettes lipidiques [240], [241]. 
 
 
Figure 3-9 : Organisation structurale des périlipines (modifié d’après [241]).  
PLIN1 est exprimée lors de la différentiation des adipocytes et régule la 
lipolyse [242], [243]. PLIN2 (ADRP), initialement découverte dans les cellules 
adipeuses, semble être ubiquitairement exprimée [244]. PLIN2 est associée à la 
membrane des gouttelettes lipidiques et induit le stockage des lipides neutres 
[245], [246]. PLIN-3 (TIP-47) est associée aux gouttelettes lipidiques mais possède 
aussi une localisation cytosolique [239], [247]. PLIN3 possède une structure 
similaire aux apoprotéines [248], et serait un transporteur d’acide gras permettant 
de réguler la croissance des gouttelettes lipidiques [249], [250]. De même PLIN4 
(S3-12) régule la croissance des gouttelettes lipidiques en étant rapidement 
relocalisée sur les petites gouttelettes lipidiques lors du traitement par l’acide 
oléique de cellules en culture [251], [252]. Enfin, PLIN5 (OXPAT) régule la lipolyse 
en inhibant la lipase ATGL [253]. PLIN5 serait régulée par phosphorylation. 
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3.2.2 Une organelle aux rôles multiples 
Les gouttelettes lipidiques sont les organelles de stockage de l’énergie sous 
forme de triacylglycérols, molécules hautement réduites dont le catabolisme 
oxydatif permet de générer de grandes quantités d’ATP (cf. 2.3.2 ci-dessus). Chez 
les vertébrés, cette fonction est dévolue aux adipocytes dont le cytoplasme est 
entièrement occupé par les gouttelettes lipidiques. A titre d’exemple, chez un 
individu non-obèse, les adipocytes stockent plus de 500 000 kJ sous forme de 
triacylglycérol dans les gouttelettes lipidiques (soit suffisamment d’énergie pour 
courir 30 marathons !) [254] La mobilisation de l’énergie des gouttelettes lipidiques 
est contrôlée par des signaux hormonaux et des cascades de signalisation [220].  
Les gouttelettes lipidiques sont aussi le site de synthèse et du métabolisme 
des lipides. Dans les cellules stéroïdogènes des glandes surrénales et des gonades, 
les esters de cholestérols contenus dans les gouttelettes lipidiques sont mobilisés 
pour la production des hormones stéroïdiennes (stéroïdogenèse) [255]. Dans la 
plupart des cellules, les lipides utilisés pour les synthèses lipidiques (synthèse 
d’hormones, synthèse des phospholipides, etc.) proviennent préférentiellement des 
gouttelettes lipidiques [256]. L’estérification et la compartimentalisation des acides 
gras permettent aussi d’en diminuer les effets proapoptotiques et 
proinflammatoires. Les acides gras libres sont de puissants détergents et sont donc 
toxiques pour la cellule à haute concentration. Leur estérification permet de 
prévenir la lipotoxicité [257], [258]. 
 
Figure 3-10 : Les gouttelettes lipidiques sont impliquées dans de nombreux processus 
cellulaires [256]. (1) La compartimentalisation des acides gras libres et du cholestérol en 
excès assure une protection de la cellule contre la lipotoxicité ; (2) les gouttelettes lipidiques 
sont impliquées dans le métabolisme et la synthèse des lipides ; (3) les gouttelettes 
lipidiques représentent un réservoir d’acides gras mobilisables ; (4) la surface des 
gouttelettes lipidiques permet la ségrégation de protéines hydrophobes avant leur 
dégradation ; (5) les gouttelettes lipidiques sont détournées par certains pathogènes et sont 
la cible de certains médicaments.  
Des données récentes montrent que la voie de dégradation par le protéasome 
[259] et la voie des autophagosomes interagissent avec les gouttelettes lipidiques 
[260], [261]. Ainsi, l’apoprotéine B est séquestré sur la surface des gouttelettes 
lipidiques avant sa dégradation [262]. Les gouttelettes lipidiques seraient une 
surface de stockage des protéines hydrophobes avant leur dégradation, permettant 
d’éviter la formation d’agrégats dans la cellule.  
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3.2.3 Dynamique spatio-temporelle des gouttelettes 
lipidiques 
Le cœur de lipide neutre est composé majoritairement de triacylglycérols, dont 
la synthèse est assurée par une diacylglycérol-acyl-transférase (DGAT), et d’ester de 
cholestérol et d’acide gras dont la synthèse est assurée par une acyl-
CoA:cholesterol acyl-transférase (ACAT). Ces deux enzymes sont localisées au 
niveau du réticulum endoplasmique. Ainsi, le modèle de formation des gouttelettes 
lipidiques le plus actuel et le plus accepté repose sur l’accumulation de lipides 
neutres entre les deux feuillets de la membrane du réticulum endoplasmique 
(Figure 3-11) [221], [231], [263] sous forme de lentilles lipidiques. Ces lentilles 
bourgeonnent puis sont libérées dans le cytoplasme. Les gouttelettes lipidiques de 
petite taille ainsi générées (10 nm à 50 nm de diamètre) vont ensuite croître par 
fusion. Les gouttelettes pourraient aussi rester reliées au réticulum endoplasmique 
par un pont membranaire permettant la diffusion des lipides neutres jusque dans 
le cœur des gouttelettes lipidiques (Figure 3-12) [231]. 
 
Figure 3-11 : Modèle consensus de la formation de novo des gouttelettes lipidiques [221]. 
L’acyl-CoA:cholesterol acyl-transférase (ACAT) et la diacylglycérol-acyl-transférase (DGAT) 
localisées dans le réticulum endoplasmique synthétisent les esters de lipides qui sont 
accumulés entre les deux feuillets de la membrane pour former une lentille. L’accumulation 
des lipides induit un bourgeonnement du feuillet cytoplasmique et un recrutement de 
protéines spécifiquement associées aux gouttelettes lipidiques (périlipines à domaine PAT 
par exemple). Finalement, la gouttelette lipidique se sépare de la membrane du réticulum 
endoplasmique pour former des gouttelettes de petite taille  
 
Figure 3-12 : Images de microscopie électronique de coupes ultrafines (60 nm) de cellules 
traitées à l’acide oléique et cryopréservées [231]. Les flèches bleues indiquent la continuité 
des membranes entre le réticulum endoplasmique (ER) et la gouttelette lipidique (LD). À 
droite, schéma d’interprétation. TAG : triacylglycérols. 
Afin de mieux comprendre l’intégration des gouttelettes lipidiques dans la 
cellule, les études de protéomiques ont été menées sur des gouttelettes lipidiques 
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isolées de cellules de drosophile [237] ou de cellules de mammifère (entérocytes de 
souris [264]). Les protéines associées aux gouttelettes peuvent être regroupées dans 
trois catégories :  
- les protéines et enzymes impliquées dans le métabolisme des lipides 
(Choline-phosphate cytidylyltransferase A (CCT) [229], périlipines (PLIN), 
apolipoprotéines, etc.), 
- les protéines impliquées dans le trafic intracellulaire (Rab18 [265], [266], 
Rab1, Rab7, SNARE, etc.), 
- des protéines et enzymes membranaires localisées a priori sur d’autres 
compartiments, suggérant une association forte des gouttelettes 
lipidiques avec les autres organelles (réticulum endoplasmique et 
mitochondries principalement). 
Ces données montrent que les gouttelettes lipidiques sont des organelles 
intégrées dans le trafic vésiculaire. En particulier, notre équipe a montré que le 
système GBF1-Arf1-COPI contrôlant le trafic rétrograde entre le réticulum et 
l’appareil de Golgi était important pour la localisation de PLIN2 et d’ATGL aux 
gouttelettes lipidiques [46], [51]. 
3.2.4 Particularité des corps lipidiques de la cellule 
végétale 
Les cellules végétales sont, elles aussi, capables d’accumuler et de stocker des 
lipides dans des corps lipidiques composés, comme les gouttelettes lipidiques des 
cellules animales, d’un cœur de lipides neutres ceinturé d’une monocouche de 
phospholipides. Les protéines associées appartiennent à la famille des oléosines 
[267]. Dans les graines oléagineuses, les corps lipidiques sont concentrés dans 
l’embryon (Figure 2-16) et les oléosines sont la principale protéine exprimée. 
 
Figure 3-13 : Structure d’une graine de maïs (Zea mays). L’endosperme (End) est 
majoritairement composé d’amidon (rouge). Inversement, l’embryon (bleu) est enrichi en 
corps lipidiques. Env : enveloppe, Scu : scutellum, Ea : axe embryonnaire. [201] 
Les oléosines forment une famille particulière sans homologie dans les cellules 
animales. Leur structure particulière est encore controversée. Les oléosines sont 
constituées de trois domaines (Figure 3-14) [267], [268] :  
- un domaine N-terminal acylé formant une hélice amphipatique, 
- un domaine central conservé de 70 à 80 acides aminés hydrophobes, 
- un domaine C-terminal amphipatique, de structure variable. 
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Le domaine central est profondément inséré dans le corps lipidique où il se 
structurerait en deux brins bêta antiparallèles, reliés par une structure rigide de 
proline (proline knot) (Figure 3-14). 
 
Figure 3-14 : Structure probable des oléosines. Le domaine N-terminal et C-terminal ont 
des propriétés amphipatiques permettant leur association aux phospholipides des corps 
lipidiques. Le domaine central, hydrophobe, formerait une structure en épingle à cheveux 
stabilisée par un coude formé de prolines. 
Les oléosines sont principalement exprimées dans les graines. Elles 
permettent de stabiliser les corps lipidiques pour éviter leur coalescence lors de la 
déshydratation de la graine [267], [269]. En plus de leur effet surfactant, les 
oléosines pourraient avoir des fonctions de régulation de la lipolyse ou de la 
lipogenèse [270]. 
L’association forte et spécifique des oléosines est à la base de techniques de 
purification de protéines recombinantes dans les plantes [271]. La fusion avec une 
oléosine permet d’associer la protéine transgénique aux corps lipidiques. Les corps 
lipidiques sont facilement purifiables par centrifugation ce qui permet d’obtenir 
rapidement une fraction enrichie en protéine recombinante. 




Figure 3-15 : Principe de purification d’une protéine recombinante basée sur l’affinité des 
oléosines pour les corps lipidiques (oil body) [271]. 1 : promoteur (constitutionnel, fort ou 
inductible) ; 2 et I : oléosine ; 3 et II : linker pouvant comporter un site de clivage 
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3.3 Lipides, trafic et pathologies 
3.3.1 Détournement pathologique du trafic intracellulaire 
Pathologies affectant le réticulum endoplasmique 
Le réticulum est l’organelle spécialiste des synthèses. Ses pathologies peuvent 
être divisées en trois groupes [272], [273] (Tableau 3-1) :  
1. pathologies de dégradation anormale des protéines ; 
2. pathologies de rétention anormale de protéines dans le réticulum, 
induisant un signal d’apoptose ; 
3. défauts dans le fonctionnement du réticulum. 
Dans les pathologies du premier groupe, une mutation sur une protéine 
induit sa dégradation par les voies normales de contrôle du réticulum 
endoplasmique. Par exemple, dans le cas de la mucoviscidose, une mutation à la 
position 508 de la protéine CFTR (Cystic Fibrosis Transmembrane Regulator) induit 
un défaut de repliement de la protéine et sa dégradation par la voie de dégradation 
associée au réticulum endoplasmique (ERAD, ER Associated Degradation). Lorsque 
la mutation n’empêche pas la fonction de la protéine (site actif d’une enzyme par 
exemple), la protéine peut être stabilisée par des chaperonnes chimiques, 
empêchant la dégradation par la voie ERAD. 
Dans les pathologies du deuxième groupe, la protéine est traduite 
normalement mais est retenue dans le réticulum endoplasmique. Par exemple, chez 
les patients atteints de la maladie de Pelizaeus Merzbacher (Tableau 3-1), une 
mutation sur la lipophiline (PLP1) empêche son export normal à la périphérie. 
L’accumulation de PLP1 dans le réticulum induit la mort par apoptose des 
oligodendrocytes, à l’origine de la démyélinisation des motoneurones 
(leucodystrophie) [274]. Ce mécanisme est retrouvé dans le cas de la maladie 
d’Alzheimer (cf. 3.3.4 ci-dessous). L’accumulation du peptide amyloïde β dans le 
réticulum endoplasmique induit l’activation de la voie UPR (Unfolded Proteins 
Response). Or l’activation prolongée de la voie UPR conduit à l’apoptose médiée par 
les mitochondries [275], [276]. 
Enfin les pathologies du troisième groupe sont des pathologies causées par 
une mutation dans une protéine de la voie sécrétoire. L’arthropathie 
pseudorhumatoïde progressive infantile (dysplasie spondiloepiphysaire congénitale) 
est causée par une mutation dans le gène SEDL [277]. L’homologue de SEDL chez 
la levure est p20, un composant du complexe TRAPP, facteur d’échange de la petite 
protéine G Sar1. Dans les ostéoblastes, SEDL/p20 serait nécessaire pour l’export 
du procollagène du réticulum endoplasmique vers le Golgi. L’absence de SEDL 
induit une rétention du collagène dans le réticulum (et donc un déficit de collagène 
dans la matrice osseuse, à l’origine des déformations (dysplasies)). 
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Tableau 3-1 : Exemples de maladies monogéniques affectant le réticulum endoplasmique [272], [273]. 
nom protéine description Incidence(a) OMIM 
Groupe I : Pathologies de dégradation 
 
mucoviscidose CFTR Accumulation de mucus dans les poumons et les 
voies digestives, atteinte pancréatique ≈1/2 500 #219700 
déficit en AAT α1-antitrypsine Emphysème : destruction des voies aériennes inférieures ≈1/5 000 #613490 
hémochromatose génétique HFE Accumulation de fer entraînant asthénie, arthralgies et atteintes hépatiques ≈1/300 #235200 
albinisme oculo-cutané de 
type I tyrosinase 
Défaut de synthèse de mélanine cutanée associé à 
des troubles oculaires ≈1/40 000 #203100 
déficit congénital en 
protéine C protéine C Thromboses veineuses récurrentes ≈1/500 000 #176860 
angioedème héréditaire C1 inhibiteur Œdème récidivant des voies respiratoires et du tube digestif ≈1/100 000 #106100 
maladie de Tay-Sachs hexosaminase A Maladie neurodégénérative conduisant à une ataxie ≈1/320 000 #272800 
intolérance aux 
disaccharides sucrase-isomaltase 
Malabsorption intestinale des oligosaccharides et 
des disaccharides ≈1/5 000 #222900 
syndrome de Crigler-Najjar bilirubine UGT Ictère évoluant vers une encéphalopathie ≈1/1 000 000 #218800 
Groupe II : Pathologies de rétention 





Déficit congénital en 
fibrinogène fibrinogène 
Défaut de coagulation lié à l’absence de 
fibrinogène circulant ≈1/1 000 000 #202400 
maladie de Charcot-
Marie-Tooth type 1 PMP22 
Atrophie musculaire et insensibilité périphérique 
liée à une démyélinisation neuronale ≈1/2 500 #118220 
maladie de Pelizaeus 
Merzbacher lipophiline (PLP1) 
Leucodystrophie entrainant une ataxie et une 
tétraplégie ≈ 1/400 000 #312080 
maladie de von 
Willebrand type II 
facteur Willebrand 
(vWF) Hémorragies récurrentes  ≈1/10 000 #613554 
Groupe III : Pathologie du réticulum endoplasmique 
déficit combiné en 
facteurs V et VIII ERGIC53/p58 
Troubles de la coagulation entraînant des 




SEDL (sedlin) Malformation de l’épiphyse (extrémité de l’os) avec 
une atteinte des articulations ≈1/1 000 000 #208230 
(a) Source : www.orpha.net 
HFE : hight fer protein (hemochromatosis) 
UGT : Uridine-diphosphate Glucuronosyl Transférase 
PMP22 : Peripheral Myelin Protein 22 
Pathologies de défaut du trafic 
Un défaut dans le trafic intracellulaire peut conduire à une mauvaise 
localisation d’une protéine non mutée, empêchant sa fonction. 
La choroïdérémie est caractérisée par une dystrophie choriorétinienne (la 
choroïde est la couche de soutient, vascularisée, située sous la rétine) évoluant vers 
la cécité (www.orpha.net). Chez les patients masculins, la protéine Rep1 est 
déficiente. Rep1 (Rab Escort Protein 1) est une Rab-géranygéranyl transférase 
permettant d’assurer la prénylation des petites protéines G Rab [278]. La 
prénylation des Rab est essentielle pour leur fonction. La perte de la prénylation 
des Rab dans l’œil induit un défaut de sécrétion des photorécepteurs conduisant à 
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la dégénérescence de la rétine. Dans les autres cellules Rep2, un homologue de 
Rep1, peut compenser la perte de Rep1. Le rétablissement de l’expression de Rep1 
permet de rétablir l’expression des photorécepteurs [279]. 
Le défaut de trafic peut aussi reposer sur un défaut de la translocation de 
protéines au sein de leur compartiment de destination. Par exemple, un déficit 
dans les protéines de l’import peroxysomal (Pex) conduit à un défaut de la 
translocation de certaines enzymes peroxysomales (syndrome de Zellweger, 
chondrodysplasie ponctuée rhizomélique) [272]. Le nombre et la fonction des 
peroxysomes sont affectés, causant des néphropathies et des atteintes osseuses et 
neurologiques.  
Les défauts du trafic intracellulaire vont affecter toutes les cellules, à des 
degrés divers conduisant à des défaillances multi-systémiques. Par exemple, le 
syndrome de Lowe est caractérisé par des anomalies des yeux, du système nerveux 
et des reins et est causé par le déficit de la protéine OCRL1 (oculo-cérébro-rénal 
syndrome de Lowe). OCRL1 est une PtIns4,5P2 5-phosphatase permettant de 
former le PtIns4P. Une accumulation de PtIns(4,5)P2 dans les cellules des patients 
provoque un défaut de signalisation intracellulaire à l’origine de défaut dans le 
trafic et dans la ciliogenèse rénale [280]. 
3.3.2 Les pathologies des lipides 
Anomalie de la lipidémie et de la lipoprotéinémie 
Les dyslipidémies (anomalies de la formule lipidique sanguine) peuvent 
concerner le taux de cholestérol total (CT) - dans l’une ou l’autre des ses fraction 
(HDL ou LDL) ou concerner le taux de triacylglycérols (ou triglycérides).  
Tableau 3-2 : Recommandations de la haute autorité de santé sur les valeurs de la 
lipidémie chez un individu sain. 
 Recommandations (HAS) 
Cholestérol total < 2 g/L 
HDL compris entre 0,4 g/L et 0,6 g/L 
LDL < 2,2 g/L 
Trigacylglycérols < 1,5 g/L 
Les hypolipidémies (taux faibles de lipides sanguins) sont des maladies 
génétiques rares qui peuvent être classées en deux groupes : les 
hypoalphalipoprotéinémies (déficit en ApoA) et les hypobêtalipoprotéinémies (déficit 
en ApoB). Les hypolipidémies légères sont souvent asymptomatiques. Cependant, 
dans le cas de défauts majeurs de sécrétion des lipoprotéines, les patients peuvent 
présenter une hépatomégalie, des atteintes neurologiques, musculaires ou 
ophtalmiques.  
La maladie de Tangier est une hypoalphalipoprotéinémie liée à un défaut de 
formation des HDL dans le plasma. Les patients présentent une accumulation de 
cholestérol dans le foie, la rate et les intestins (www.orpha.net) ainsi qu’une 
hypertriglycéridémie. Le défaut de sécrétion du cholestérol dans le plasma, lié à un 
déficit du transporteur ABCA1, ne permet pas la formation des HDL. 
La maladie d’Anderson est un défaut d’absorption des lipides alimentaires 
caractérisée par une malnutrition, un retard de croissance, un déficit en vitamine E 
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avec des complications hépatiques, neurologiques et ophtalmologiques 
(www.orpha.net). Les patients présentent une hypobêtalipoprotéinémie liée à un 
défaut de sécrétion postprandiale de la protéine apoB-48 par les entérocytes. Ainsi, 
les entérocytes présentent une accumulation de larges gouttelettes lipidiques [281]. 
Le défaut de sécrétion des chylomicrons est lié à une mutation dans Sar1B, 
affectant le transport des chylomicrons naissants entre le réticulum endoplasmique 
et le Golgi [281]. 
Les dyslipidémies dépistées sont donc principalement celles présentant un 
taux élevé de cholestérol ou de triacylglycérols. L’hypercholestérolémie (taux élevé 
de cholestérol dans le sang) peut être primaire (origine familiale, héréditaire) ou 
secondaire (maladie acquise). Dans tous les cas, un excès chronique de cholestérol 
dans le sang favorise le dépôt de plaques d’athérome dans les artères, principal 
facteur de risque des accidents cardiovasculaires thromboemboliques. Le 
traitement repose sur une prise en charge alimentaire de l’individu, le cas échéant 
un traitement médicamenteux à base de statines peut être proposé.  
Une hypertryglicéridémie (taux élevé de triacylglycérols dans le sang) est un 
facteur de risque cardiovasculaire, à fortiori lorsqu’il est associé à une 
hypercholestérolémie. Seule, l’hypertryglycéridémie peut conduire à une 
pancréatite (inflammation du pancréas). Le traitement repose sur une prise en 
charge alimentaire adaptée (régime).  
Le contrôle des hyperlipidémies est un problème majeur de santé publique. 
Les dyslipidémies ne sont dépistées qu’après la survenue d’un accident 
cardiovasculaire (AVC, cardiopathies, etc.) et sont souvent associées à d’autres 
facteurs de risque (obésité, tabagisme, sexe, âge, hypertension artérielle, 
sédentarité). Certains aliments dits hypolipémiants permettraient de diminuer les 
taux de lipides sanguins. Cependant, les effets mesurés sont faibles au regard des 
doses testées. La meilleure prévention contre les complications d’une dyslipidémie 
est un régime alimentaire varié et une hygiène de vie équilibrée ( !). 
Maladies lysosomiales 
Les maladies lysosomiales sont des maladies d’accumulation d’un ou 
plusieurs métabolites, liées au déficit total ou partiel d’une enzyme lysosomale. Les 
maladies lysosomiales peuvent affecter les voies de dégradation des glucides ou des 
glycoprotéines (glycoprotéinoses) ou les voies de dégradation des lipides (lipidoses) 
[282]. La gravité de la maladie dépend de l’âge de survenue des premiers signes. 
Ainsi, il est courant de distinguer, pour chaque maladie, une forme infantile grave 
(se déclarant dans les premiers jours ou semaines de vie avec une espérance de vie 
réduite), une forme juvénile intermédiaire et une forme adulte dite modérée (se 
déclarant à l’âge adulte et de progression lente). 
Les lipidoses associées à une accumulation lysosomale sont des maladies 
affectant le système neuronal (leucodystrophies associées à un défaut du 
métabolisme des sphingolipides) ainsi que les organes internes (organomégalies) 
(Tableau 3-3) [282]. Des signes cliniques associés faisant penser à une maladie 
lysosomiale (atteintes neurodégénératives associées à une organomégalie par 
exemple) peuvent être diagnostiquées par le dosage de l’activité enzymatique dans 
les lymphocytes (prise de sang) ou une culture de fibroblastes (biopsie de peau). Le 
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traitement est, dans la plupart des cas, symptomatique. Cependant, l’injection 
d’une enzyme recombinante permet de restaurer une activité enzymatique normale 
permettant de diminuer les symptômes pour (protocole national de diagnostic et de 
soins, HAS) : 
- la maladie de Gaucher (imiglucérase), 
- la maladie de Fabry (agalsidase alpha ou agalsidase bêta). 
Tableau 3-3 : Quelques maladies lysosomiales d’accumulation de lipides (www.orpha.net) [282]. 
pathologie   OMIM description enzyme lipide accumulé 
maladie d’Austin 
leucodystrophies métachromatiques #250100 maladie neuro-dégénérative arylsulfatase A cérébrosides sulfates 
céroïde-lipofuscinose neuronales 
(CLN1-11) 
(maladie de Batten) 
- 
maladies neuro-dégénératives avec 
dégénérescence rétinienne - lipide autofluorescent 
maladie de Fabry #301500 douleurs diffuses chroniques avec 
atteintes rénales α-galactosidase A 
glucosylcéramide 
(Gb3) 
maladie de Farber #228000 
accumulation de lipides dans des 
nodules articulaires douloureux, 
associée à une hépatosplénomégalie 
céramidase céramides 
gangliosidose à GM1 #230500 #230600 
atteintes neuro-viscérales et 
ophtalmologiques avec dysmorphie 
faciale 
ß-galactosidase ganglioside GM1 




hépatosplénomégalie associée à des 
atteintes osseuses et une cytopénie glucocérébrosidase glucosylcéramides 
maladie de Krabbe #245200 leucodystrophie galactosylcéramidase galactosylcéramides 
maladie de Niemann-Pick 
type A et B 
#257200 
#607616 
maladie neurodégénérative (type A) 
atteintes multi-viscérales (foie, rate, 
poumon) (type B) 
sphingomyelinase sphingomyélines 
gangliosidose à GM2 variante B 
(maladie de Tay-Sachs) #272800 
ataxie et mégaencéphalie conduisant 
au décès dans un état de 
décérébration 
hexosaminidase A ganglioside GM2 
maladie de Wolman #278000 
hépatosplénomégalie majeure avec 
calcifications des surrénales, 
cachexies et anémie sévère 
lipase acide ester de cholestérol 
et triglycérides 
maladie de Niemann-Pick type C #257220 
atteinte neurologique progressive 
(ataxie cérébelleuse) avec 
hépatosplénomégalie 
NPC1 / NPC2 cholestérol 
 
Dans le cas de la maladie de Niemann-Pick type C, la mutation porte sur le 
gène NPC1 ou NPC2. NPC1 est une protéine transmembranaire située dans la 
membrane des lysosomes et des endosomes tardifs. NPC2 est une protéine soluble 
qui interagit avec NPC1 sur les lysosomes et les endosomes tardifs et avec le 
récépteur du réticulon 4B (NgBR) localisée dans le réticulum endoplasmique [283]. 
NPC1 et NPC2 forment avec NgBR un site de contact entre les 
lysosomes / endosomes tardifs et le réticulum endoplasmique favorisant un 
transfert direct du cholestérol du lysosome vers le réticulum endoplasmique par la 
protéine ORP5 (OSBP-related protein) apparentée aux protéines fixant l’oxystérol 
(OSBP, oxysterol binding protein) [284]. 




Figure 3-16 : Principe du transfert du cholestérol des endosomes tardifs / lysosomes vers le 
réticulum endoplasmique (modifié d’après [284]). NPC2 interragit avec le récepteur du 
réticulon 4B localisé sur le réticulum endoplasmique (NgBR, nogo-B receptor) et NPC1. Le 
cholestérol est transféré via NPC1 et la protéine ORP5 (OSBP(oxysterol binding protein)-
related protein) du lysosome vers le réticulum endoplasmique. 
Autres lipidoses 
Une lipidose est une maladie d’accumulation de lipides. Le métabolisme des 
lipides à lieu dans plusieures organelles cellulaire : le réticulum endoplasmique 
synthétise la plupart des précurseurs qui sont pour certains maturés dans le Golgi. 
La dégradation des lipides se fait dans les peroxysomes, les lysosomes et les 
mitochondries. Une mutation affectant l’une des étapes du métabolisme des lipides 
peut entraîner une lipidose. 
Le syndrome de Sjögren-Larson (SLS, Sjörgren-Larson syndrome) est une 
ichtyose (dystrophie cutanée caractérisée par une desquamation) associée à un 
retard mental et une tétraplégie [285]. Le SLS est causé par un déficit de la FALDH 
(fatty aldehyde dehydrogenase) qui catalyse l’oxydation des aldéhydes gras en 
acides gras [285]. La FALDH est une enzyme localisée dans le réticulum 
endoplasmique permettant l’oxydation des alcools gras alimentaires.  
Le syndrome épileptique infantile type Amish est causé par un déficit de la 
sialyltransférase-9 localisée dans le Golgi, induisant un défaut de synthèse du 
ganglioside GM3. Ce syndrome est caractérisé par un retard mental, une épilepsie, 
et des atteintes ophtalmiques.  
Le syndrome de Refsum est une leucodystrophie touchant la rétine, le cerveau 
et le système nerveux périphérique. Les signes cliniques associent une ataxie, une 
atteinte rétinienne pouvant conduire à la cécité et une ichtyose. Le syndrome de 
Refsum est causé par l’accumulation d’acide phytanique [286], [287] (lipide 
terpenoïde à 20 carbones) (Figure 3-17) apporté exclusivement par l’alimentation. 
Cette accumulation est causée par un déficit en phytanoyl-CoA hydroxylase qui 
permet la dégradation de l’acide phytanique dans les peroxysomes (α-oxydation) 
[288]. L’amélioration des symptômes peut être obtenue par une exclusion 
alimentaire de l’acide phytanique.  
  




Figure 3-17 : Structure de l’acide phytanique montrant la position des carbones α et β. La β-
oxydation de cet acide gras n’est pas possible en raison de la présence d’un groupement 
méthyle sur le carbone β.  
Un défaut de dégradation des triacylglycérols peut conduire à une 
accumulation de triacylglycérols dans des vacuoles cytoplasmiques, retrouvée dans 
plusieurs types cellulaires. Le syndrome de Chanarin-Dorfman est une lipidose 
avec surcharge en triglycérides (NLSDi, neutral lipid storage disease with ichthyosis) 
caractérisée par une ichtyose congénitale, une hépatomégalie et une myopathie 
modérée. La NLSDi est causée par un déficit de la CGI-58 [289]. La NLSDm est 
caractérisée par une myopathie et une cardiomyopathie, sans ichtyose ; et est 
causée par un déficit de la lipase associée aux adipocytes (ATGL, adipocytes 
triglyceride-lipase) [289]. ATGL est une triacyglycérol lipase catalysant la première 
étape de l’hydrolyse des triacylglycérols contenus dans les gouttelettes lipidiques. 
CGI-58 est un régulateur d’ATGL.  
3.3.3 Maladies infectieuses 
Infections bactériennes, exemple des Chlamydia 
Certaines bactéries (Tableau 3-4) ont un cycle de développement 
intracellulaire obligatoire ou facultatif. La croissance intracellulaire offre de 
nombreux avantages : accès à des ressources alimentaires (Chalydiae ou 
Rickettsiaceae), protection, échappement au système immunitaire. Le mode de vie 
intracellulaire est répandu dans plusieurs classes (Tableau 3-4). Les cellules 
infectées sont, pour la plupart, des cellules eucaryotes (unicellulaire ou 
pluricellulaire). L’association entre une bactérie et une cellule eucaryote peut être 
pathologique (cas des infections à Rickettsia chez les mammifères par exemple) ou 
symbiotique (cas des associations symbiotiques entre Paramecium et Holospora 
[290]). La présence du symbiote peut en revanche conférer à l’hôte des facteurs de 
virulence ou de résistance (l’onchocercose (cécité de rivières) est causée par les 
nématodes du genre Onchocera hébergeant des symbiotes de la famille des 
Rickettsiaceae (Wolbachia) [291], [292]) 
Deux stratégies sont employées par les bactéries intracellulaires : 
1. Les bactéries cytoplasmiques induisent la lyse des phagosomes pour 
être libres dans le cytosol. Ces bactéries se déplacent dans le cytosol en 
polymérisant des comètes d’actine [293], [294]. 
2. Les bactéries vacuolaires restent pendant tout leur cycle de réplication 
dans les vacuoles délimitées par une membrane. Les bactéries 
modulent les voies de trafic intracellulaire pour créer des niches 
favorables à leur croissance en inhibant la fusion des phagosomes avec 
les lysosomes [295].  
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Tableau 3-4 : Exemples d’eubactéries ayant un cycle intracellulaire obligatoire ou facultatif.  













Rickettsia prowazekii (thyphus exanthématique) [296] 
Rickettsia conorii (fièvre de Marseilles) [294], [296] 
Wolbachia pipientis [291] 
Anaplasmataceae Ehrlichia chaffeensis (ehrlichiose) [291] 
Holosporaceae Holospora undulata 
 
Rhizobiales 
Rhizobiaceae Agrobacterium tumefaciens (galle (plantes)) 
 
Brucellaceae Brucella melitensis (brucellose) 
 
β-protéobacteria Burkholderiales 
Burkholderiaceae Burkholderia pseudomallei (mélioïdose) [294], [297] 




Legionelleceae Legionelle pneumophila (maladie du Légionnaire) [295], [298] 





Yersinia pestis (peste) [300] 
Salmonella enterica (salmonellose) [295] 
Shigella flexneri (shigellose) 
 
Xanthomonales Francisellaceae Francisella tularensis (tularémie) [301] 






s Mollicutes Mycoplasmatales Mycoplasmataceae 
Mycoplasma pneumoniae (trachéobronchites) [299] 
Ureaplasma urealyticum (b) (infections uro-génitales) 
 
Bacilli Bacillales Listeriaceae Listeria monocytogenes (listériose) [293], [295] 
Clostridia Clostridiales Clostridiaceae Clostridium botulinum (a) (botulisme) 
 
Actinobacteria (c) Actinomycetales Mycobacteriaceae Mycobacterium tuberculosis (tuberculose) [295] 
Chlamydiae (c) Chlamydiales Chlamydiaceae Chlamydia pneumoniae (pneumopathie) 
 
(NB : liste non exhaustive) 
(a) bactérie sécrétant une toxine ayant pour cible une protéine du trafic intracellulaire 
(b) bactérie saprophyte  
(c) Pour ces deux classes, le nom de classe et nom de phylum est confondu 
 
Le genre Chlamydiae présente une large diversité, récemment découverte 
grâce aux outils de biologie moléculaire (plus de la moitié des familles a été 
recensée après 2004) (Figure 3-18) [302]. Les Chlamydiae sont des eubactéries qui 
présentent toutes la particularité d’être des parasites intracellulaires obligatoires. 
Chez les amides, les Chlamydiae existeraient sous forme de symbiotes avirulents, 
ce qui constituerait un réservoir [303]. Les Chlamydiae infectent toutes les espèces 
eucaryotes des mammifères aux amibes [302]. En revanche aucun Chlamydiae ne 
semble infecter les cellules végétales. 
Deux espèces sont bien connues pour infecter l’Homme [304] : C.pneumoniae 
qui provoque des infections des voies respiratoires hautes et basses, le plus 
souvent bénignes et très répandues, et C.trachomatis provoque des infections 
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oculaires (agent étiologique du trachome - kératoconjonctivite chronique 
contagieuse) et uro-génitales (sexuellement transmissibles). Plus récemment, des 
infections à P.naegleriophila et à S.negevensis ont été documentées [302]. 
 
Figure 3-18 : Arbre phylogénétique des Chlamydiae basé sur l’ARN 16S [302]. Les 
techniques de biologie moléculaire ont permis de mettre en évidence au moins huit familles 
de Chlamydiae. La diversité du phylum est amenée à évoluer en fonction de l’augmentation 
du nombre d’isolats et de séquence disponibles. 
Les Clamydiae existent sous deux formes, le corps élémentaire (CE) et le corps 
réticulé (CR) (Figure 3-19). Le corps élémentaire est une forme sporulée de la 
bactérie, métaboliquement inactive, de petite taille (de 200 nm à 400 nm de 
diamètre [304]) et résistante au stress mécanique et osmotique. Cette forme est la 
forme infectieuse qui peut être transmise par contact direct ou par les aérosols. Le 
corps réticulé est la forme intracellulaire métaboliquement active de la bactérie.  
La corps élémentaire se fixe sur la cellule cible grâce à l’interaction entre ses 
protéines majeurs de la membrane externe (MOMP, major outer membrane protein 
ou ompA) et un ou plusieurs récepteurs cellulaires spécifiques [304], [305]. Par 
exemple, l’interaction entre la protéine Pmp21 de C.pneumoniae avec le récepteur 
de l’EGF (EGFR) induit l’activation et l’internalisation de ce dernier [306]. Les 
mécanismes d’internalisation de la bactérie sont encore méconnus. L’entrée par 
endocytose clathrine-dépendante [307], par endocytose caveoline-dépendante ou 
via les radeaux lipidiques [306] ont été documentés. Dans tous les cas, un 
réarrangement du cytosquelette d’actine est requis pour l’internalisation de la 
bactérie.  




Figure 3-19 : Cycle de vie des Chlamydiae [305]. Le cycle commence par l’attachement de 
la bactérie sous sa forme de corps élémentaire (EB) sur la cellule cible via des récepteurs 
spécifiques induisent la phagocytose de la bactérie (processus actif de la cellule). La fusion 
des phagosomes permet de former une large vacuole permettant la croissance des 
bactéries sous leur forme de corps réticulé (RB). Dans certains cas, une phase de latence 
(ou persistance) peut être observée. La maturation des inclusions de Chlamydia implique la 
condensation des corps réticulés en corps élémentaires, ensuite libérés par lyse de la 
cellule (dans les cas pathologiques) ou sécrétion (dans le cas d’endosymbiose). N : noyau ; 
AB : corps aberrant. 
Dans la cellule, la bactérie réside dans une vacuole délimitée par une 
membrane (inclusion) (Figure 3-19). La membrane des inclusions est dépourvue de 
marqueur cellulaire et est déconnectée du trafic endosomal. Ainsi, il n’y a pas de 
fusion avec les lysosomes [305]. 
Le séquençage de plusieurs représentants du genre [308] montre que les voies 
de biosynthèse des cofacteurs, les voies de biosynthèse des acides aminés et dans 
certains cas les voies de synthèse des nucléotides sont absentes. En revanche, les 
voies de la glycolyse et du pentose phosphate semblent être présentes et 
fonctionnelles [305]. Les Chlamydiae nécessitent des lipides synthétisés par la 
cellule hôte comme les sphinomyélines et le cholestérol. Ces lipides sont récupérés 
dans les inclusions soit par détournement de vésicules, soit par recrutement de 
CERT sur les membranes des inclusions [309]. 
Infections virales, exemple du virus de l’hépatite C 
Les virus sont des parasites intracellulaires obligatoires. Ils ne forment pas un 
groupe homogène, leur diversité n’est pas encore totalement établie. Leur longue 
co-évolution avec la cellule hôte a permis de sélectionner des mécanismes 
d’interaction avec les machineries cellulaires complexes et inédits. Ainsi, les virus 
des cellules eucaryotes doivent gérer la compartimentalisation de la cellule hôte. 
Pour cela, les virus à ARN simple brin de polarité positive (comme le virus de 
l’hépatite C, VHC) sont capables de détourner les membranes internes pour créer 
de véritables usines virales nécessaires à leur réplication.  
L’hépatite C est un problème de santé publique majeur ; plus de 170 millions 
de personnes sont chroniquement infectées dans le monde (OMS). Malgré les efforts 
de recherche, aucun vaccin n’est disponible et le traitement standard (bithérapie 
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par la ribavirine et l’interféron pegylé) n’est efficace que pour la moitié des 
personnes infectées. L’infection par le VHC conduit à une stéatose hépatique et des 
anomalies de la formule lipidique sanguine [310], [311]. La stéatose hépatique est 
l’un des facteurs de risque de la cirrhose et de l’hépato-carcinome. 
Le VHC fait partie de la famille des Flaviviridae et est le seul membre des 
Hepacivirus à infecter l’homme. Le VHC est un virus enveloppé à ARN de polarité 
positive de 50 nm de diamètre. L’ARN viral est traduit en une polyprotéine qui est 
ensuite clivée en trois protéines structurales (E1, E2 et Core) et sept protéines non 
structurales (p7, NS2, NS3, NS4A, NS4B, NS5A et NS5B) [312] (Figure 3-20). 
 
Figure 3-20: Traduction des protéines virales du VHC (modifié d’après Moradpour et al., 
2007). RC = complexe de réplication RdRp = RNA-dependant-RNA-polymérase NTR = 
région non codante 
Depuis sa découverte en 1989, de grandes avancées ont été réalisées dans la 
compréhension du cycle infectieux du VHC notamment grâce à la mise au point 
d’un modèle infectieux in vitro [313]. L’infection de l’hépatocyte par le VHC conduit 
à la formation d’une usine virale (membranous web), composée de membranes 
cellulaires dérivées du réticulum endoplasmique, intriquées avec des gouttelettes 
lipidiques et comprenant l’ARN et toutes les protéines virales [314] Cette 
réorganisation des membranes internes est causée par NS4B et est nécessaire pour 
la réplication virale. Les études de l’interactome du VHC [315] indiquent que les 
partenaires cellulaires des protéines virales (principalement NS3, NS5A et Core) 
sont majoritairement impliqués dans les voies du métabolisme des lipides et du 
trafic vésiculaire, incluant COPI, PI4KIIIα et PI4KIIIβ [316] ; suggérant un rôle du 
système GBF1-Arf1 dans la mise en place du complexe de réplication [56]. 
3.3.4 Lipides et facteurs de risque 
La maladie d’Alzheimer 
La maladie d’Alzheimer est une maladie neuro-dégénérative liée à l’âge. C’est 
la démence (perte des capacités cognitives portant atteinte à l’autonomie de la 
personne) incurable la plus fréquente chez l’Homme (Figure 3-21) [317]. Les 
symptômes de démence progressive, perte de mémoire et perte des facultés 
cognitives, ont été décrits pour la première fois par Aloïs Alzheimer, 
neuropsychiatre allemand, en 1906. La maladie toucherait aujourd’hui près de 25 
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millions de personnes dans le monde [317]. L’incidence et la prévalence de la 
maladie augmentent avec l’âge (Figure 3-21). Ainsi l’augmentation de la prévalence 
mesurée ces dernières années pourrait être corrélée à l’augmentation de l’espérance 
de vie. 
 
Figure 3-21 : Epidémiologie de la maladie d’Alzheimer en Europe [317]. (A) Incidence en 
fonction de l’âge (risque de développer la maladie) ; (B) prévalence en fonction de l’âge 
(nombre de personnes atteintes dans la population totale à un moment donné). 
La maladie d’Alzheimer est caractérisée par deux types de lésion dans le 
cerveau induisant une destruction massive des neurones du cortex et de 
l’hippocampe par apoptose. Deux types de lésions sont reportés : le dépôt 
extracellulaire d’agrégats de peptide amyloïde β (Aβ) (plaques séniles) et le dépôt 
intracellulaire de protéines tau hyperphosphorylées (neurofibrilles). 
Le précurseur des plaques amyloïdes (APP, β-amyloid precursor protein) est 
une protéine à un domaine transmembranaire localisée à la membrane plasmique. 
En condition non pathologique, APP est clivée par une α-sécrétase et une γ-
sécrétase en trois fragments : les peptides solubles APPsα et p3 et le peptide 
intracellulaire AICD (Figure 3-22). En condition amyloïdogène, APP est clivée par 
une β-sécrétase [318] et une γ-sécrétase en trois fragments : le peptide 
extracellulaire soluble APPsβ, le peptide intracellulaire AICD et le peptide amyloïde 
β (Aβ) (Figure 3-22) [319], [320]. Le peptide Aβ forme des plaques amyloïdes dans le 
cerveau (plaques séniles) induisant l’apoptose des neurones [321–323]. L’apoptose 
induite par les plaques amyloïdes Aβ pourrait être causée par l’interaction du 
peptide Aβ avec la membrane plasmique [324] ou les lipides membranaires 
(cholestérol) [322], [325]. 
 Figure 3-22 : Protéolyse amyloïdogénique et non
plaques amyloïdes (APP)
clivée par une α-sécrétase (
transmembranaire résiduel est ensuite clivé par une
peptide soluble p3 non pathologique et le fragment C
voie amyloïdogénique (à droite)
soluble (APPsβ). Le segment transmembranaire r
sécrétase (γ) permettant de former le pe
C-terminal intracellulaire AICD.
La protéine tau est une protéine de liaison aux microtubules dont elle 
promeut la polymérisation. Six isoformes issues d’épissage alternatif sont 
exprimées dans le cerveau h
par phosphorylation (45 sites de phosphorylation ont été décrits). Cependant, 
l’hyperphosphorylation de tau induit une diminution de son affinité pour les 
microtubules et induit la formation d’agrégats insolubles dans le cytoplasme 
[327]. L’accumulation d’agrégats de tau induit un stress intracellulaire à l’origine 
de l’activation de la voie de l’apoptose provoquée par la mitochondrie 
[329].  
Bien qu’il existe des prédispositions génétiques dans certaines formes 
précoces de maladie d’Alzheimer, la majorité des cas est une forme sporadique de 
la maladie. Le rôle de facteurs externes est ainsi fréquemment discuté. En 2003, 
une corrélation entre l’hypercholestérolémie
d’Alzheimer a été montré [330]
rôle dans la toxicité induite par les plaques A
les mécanismes n’en soient
Les cancers 
Les cancers sont la première cause de mortalité chez l’Homme depuis la fin 
des années 80. Un cancer est une prolifération clonale, anormale et hors de 
contrôle d’une cellule transformée, au sein d’un tissu. Les cancers ont pour origine 
des facteurs internes (génétique, infection virale) ou externe (tabagisme, irradiation, 
exposition à des polluants industriels reconnus cancérigènes
sont classés selon l’origine de la cellule transformée. Parmi les cancers 
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sarcomes sont des cancers du tissu conjonctif (tissu de soutien) et les carcinomes 
sont des cancers des épithéliums. Il y presque autant de cancer que de type 
cellulaire. Cependant, certains sont plus fréquents – prostate chez l’homme, sein 
chez la femme, poumon et colon-rectum. 
Certaines formes familiales de cancer sont des maladies monogénique (causé 
par une mutation dans un gène). La sclérose tubéreuse de Bourneville est une 
maladie monogénique caractérisée par le développement d’angiofibromes faciaux 
(tumeurs bénignes des tissus fibreux sur le visage), de tumeurs de Koenen 
(fibromes péri-unguéaux bénins), et d’angiomyolipomes rénaux (tumeurs bénignes 
développées à partir de cellules endothéliales, musculaires lisses et contenant de la 
graisse). Ces manifestations tumorales bénignes sont cependant associées à un 
retard mental et des atteintes hépatiques, rénales et cardiaques. Il existe deux 
formes de la maladie générée par deux protéines mutées : TSC1 et TSC2. TSC1 
(hamamartin) et TSC2 (tubérine) forment un complexe ayant une activité GAP 
permettant d’inhiber la protéine G RHEB [332]. RHEB est un régulateur du 
complexe mTOR, lui-même master régulateur de la traduction. L’activation de 
mTOR par RHEB pourrait aussi avoir un rôle dans la maturation des lysosomes 
[333]. 
Le cancer est caractérisé par une instabilité génétique conduisant à 
l’accumulation de mutations, dont les plus favorables au développement de la 
tumeur seront sélectionnées. Ainsi, certains cancers montrent une dérégulation 
des voies de biosynthèse de lipides. Par exemple, l’analyse lipidomique des gliomes 
(tumeurs cérébrales du tissus de soutient - microglie) montre un profil atypique des 
gangliosides dans les tumeurs [334–336]. De même, le carcinome pulmonaire 
montre une dérégulation du contenu en lipides (augmentation de la concentration 
en lactosylcéramides et gangliosides et synthèse de quatre lipides atypiques) [337]. 
Le cancer de la prostate (le cancer masculin le plus fréquent) est associé est une 
hypercholestérolémie. Les cellules tumorales sont enrichies en cholestérol et in vitro 
la croissance des cellules tumorales prostatiques dépend du cholestérol [338].  
LRH-1 (liver receptor homolog-1) est un récepteur nucléaire ayant un domaine 
d’activation de la transcription de gènes contrôlant le métabolisme des lipides 
[339]. LRH-1 possède une affinité pour les phospholipides [340] et serai donc 
potentiellement activé par la fixation spécifique de phospholipides [341]. LRH-1 est 
surexprimé dans certains cancers. Dans le cas du cancer du sein, LRH-1 active 
l’expression de gènes de la synthèse des œstrogènes, augmentant ainsi la 
concentration locale en hormone. Dans le colon, LRH-1 permet d’augmenter 
l’expression des gènes de la prolifération, de la croissance et de la survie cellulaire 
[341]. 
L’obésité et le syndrome métabolique 
L’OMS définit l’obésité comme une accumulation anormale de graisse 
corporelle pouvant nuire à la santé de l’individu. Le calcul de l’indice de masse 
corporelle (IMC2) est un bon indicateur de l’obésité. Le surpoids est définit pour un 
IMC supérieur à 25 et l’obésité pour un IMC supérieur à 30. L’accumulation de 
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graisses provient d’une déséquilibre entre l’apport et la dépense calorique. En 
2008, l’OMS estimait que 1,4 milliards de personnes étaient en surpoids et 500 
millions souffraient d’obésité, dont 40 millions d’enfants. L’obésité et le surpoids 
sont responsables de près de 3 millions de décès par an. L’obésité est une 
pandémie récente, liée à des facteurs génétiques, comportementaux et 
environnementaux. 
L’excédant énergétique alimentaire est rapidement stockée sous forme de 
triacylglycérols dans les adipocytes. Chez les personnes obèses, le tissu adipeux 
présente une augmentation de la taille et du nombre d’adipocytes [342]. Le tissu 
adipeux sécrète de nombreux facteurs solubles (adipokines). Par exemple, La 
protéine MCP-1 (monocyte chemoattractant protein-1) permet le recrutement des 
cellules de l’inflammation. Ainsi, le tissu adipeux des personnes obèses présente 
une infiltration de macrophages et de lymphocytes T CD8+. Les macrophages, 
activés par la fixation d’acides gras libres sur le récepteur TLR-4, vont sécréter la 
cytokine pro-inflammatoire TNF-α (tumor necrosis factor-α) [343]. Le TNF-α active la 
lipolyse dans les adipocytes permettant d’augmenter la production d’acides gras 
libres. Ainsi, se met en place une boucle d’auto-amplification à l’origine d’un état 
inflammatoire chronique.  
Le tissu adipeux sécrète aussi des hormones insulino-sensibilisantes comme 
l’adiponectine [344] ou la leptine. La leptine contrôle la prise alimentaire en créant 
la sensation de satiété [345]. Chez les personnes obèses, ces deux hormones sont 
moins exprimées. Inversement, les hormones induisant une désensibilisation à 
l’insuline sont surexprimé (resistine par exemple). 
L’inflammation chronique, le dépôt ectopique d’acides gras (lipotoxicité) et le 
dérégulation de le production des adipokines sont corrélés au développement d’une 
résistance à l’insuline [343], [346] caractérisée par une moindre réponse des 
cellules à l’insuline. L’insuline est sécrétée par le pancréas en réponse à une 
augmentation post-prandiale de la glycémie. L’insuline régule le stockage du 
glucose par le foie et les muscles et régule le stockage des lipides en inhibant la 
lipolyse (inhibition des lipases cellulaires) et en activant la lipogenèse dans les 
adipocytes. La moindre réponse des cellules hépatiques et musculaires à l’insuline 
provoque une hyperglycémie causant une augmentation de la sécrétion d’insuline 
par le pancréas. L’hyperinsulinémie agit au niveau des adipocytes en augmentant 
la lipogenèse et donc le stockage des lipides [347]. 
La résistance à l’insuline causée par la surcharge pondérale est un facteur de 
risque majeur du syndrome métabolique. Le syndrome métabolique est défini par la 
présence simultanée d’au moins trois des problèmes suivants : 
- surcharge pondérale mesurée par le périmètre abdominale (> 1 m), 
- hyperglycémie (>1,1 g/L à jeun) associée à une hyperinsulinémie, 
- hypertriglycéridémie, 
- hypocholestérolémie HDL (« bon » cholestérol) et hypercholestérolémie 
LDL, 
- hypertension artérielle. 
D’autres facteurs sont souvent associés (mais non requis pour la définition du 
syndrome métabolique) tels qu’une microalbuminurie (présence d’albumine dans 
les urines), un état inflammatoire chronique ou un syndrome d’apnée obstructive 
du sommeil. 
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Le syndrome métabolique n’est pas une maladie déclarée mais un état 
métabolique anormal pouvant conduire au diabète de type 2 (non 
insulinodépendant), à des complications cardiovasculaires et à des accidents 
vasculaire cérébraux. Le syndrome métabolique pourrait aussi être corrélé au 
déclin cognitif, à la démence, à la dépression, voir avec certains cancers (les 
composants du syndrome métabolique sont individuellement corrélé au 





4.1 Culture cellulaire 
Les cellules HeLa et Cos7 sont maintenues en culture dans du milieu de Eagle 
modifié par Dulbecco (DMEM) contenant 4,5 g/L de glucose, 4 mM de L-glutamine, 
1 mM pyruvate de sodium (PAA - GE Healthcare) et 10% de sérum de veau fœtal 
(FBS) (Invitrogen) à 37°C, 5% CO2 en atmosphère humide. Les cellules RPE-1 
(retinal pigment epithelial) sont maintenues en culture dans du DMEM / Ham’ F12 
(1:1) (PAA) contenant 10% de FBS à 37°C, 5% CO2 en atmosphère humide. 
Les cellules sont transfectées à environ 80% de confluence en utilisant de la 
lipofectamine 2000 (Invitrogen) ou du FuGENE-6 (Roche) selon les instructions des 
fabricants. Pour l’induction des gouttelettes lipidiques, les cellules ont été traitées à 
l’acide oléique (OA) complexé à l'albumine sérique bovine (BSA) préparé comme 
décrit précédemment [51]. En bref, l’albumine sans acide gras (Sigma-Aldrich) a été 
dissoute dans 1 M de Tris-HCl pH 8,0 à une concentration finale de 2,1 mM, puis 
l’acide oléique (Sigma-Aldrich) a été ajouté à une concentration finale de 10 mM. 
Les cellules sont traitées avec 100-400 µM OA pendant 16-20h à 37°C. Pour le 
traitement à la bréfeldine A (BFA, Sigma-Aldrich), les cellules ont été traitées avec 
5-10 µg/mL de BFA dans le milieu de culture pendant 5-10 minutes à 37°C. 
4.2 Fractionnement 
Le fractionnement subcellulaire permet de séparer par ultracentrifugation le 
cytosol (fraction soluble du cytoplasme) des membranes internes (non solubles) qui 
précipitent [349], [350]. Pour cela, environ 1,5x106 cellules transitoirement 
transfectées sont incubées avec 10 µg/ml de BFA pendant 10 minutes à 37°C, 
rincées au PBS glacé, grattées, et récupérées par centrifugation à 1500 g pendant 
5 minutes à 4°C. Les culots cellulaires sont repris dans 200 µL de tampon 
d'homogénéisation (50 mM HEPES-KOH pH 7,5, KCl 100 mM, MgCl2 1 mM, DTT 
1 mM, contenant un inhibiteur de protéases (GE Healthcare)) par 5 passages à 
travers d’une aiguille de calibre G26 sur glace et lysées par 5 passages à travers 
une aiguille de calibre G30 sur glace. Les lysats cellulaires sont ensuite clarifiés par 
centrifugation à 5 000 g pendant 10 minutes à 4°C, et 100 µL du surnageant est 
centrifugé à 100 000 g pendant 50 minutes à 4°C dans un rotor libre Beckman 
(TLS-55). Deux fractions contenant le cytosol (surnageant) et les membranes (culot) 
ont été recueillies. La fraction membranaire a été remise en suspension dans 50 µL 
de tampon d'homogénéisation contenant 1% Triton X-100, 1% NP40 et 0,1% SDS. 
Un même volume des deux fractions a ensuite été analysé par SDS-PAGE, transféré 
sur des membranes de nitrocellulose révélées avec un anticorps contre la GFP. Les 




trois expériences indépendantes a été réalisée en utilisant le logiciel ImageJ (NIH). 
Le pourcentage de protéine liée à la membrane est calculé de la façon suivante:  




avec : [M] densité de la bande correspondant à la fraction membranaire, 
 [C] densité de la bande correspondant à la fraction cytosolique. 
4.3 Micropattern 
La technique du micropatterning permet de réduire la grande variabilité des 
phénotypes observés par microscopie classique. Pour cela, les cellules sont 
contraintes sur une forme géométrique simple (le micropattern). La position relative 
de chaque compartiment interne est alors figée et reproductible entre les cellules 
[351], [352]. Brièvement, un polymère de polylysine greffé de polyéthylène glycol 
(poly(L-lysine)-graft-poly(ethylene glycol) co-polymer (PLL-g-PEG)) est adsorbé sur 
une lamelle en verre. Sous l’action des UV à 180 nm, la liaison éther oxyde (C-O-C) 
hydrophobe du PEG est oxydé en acide carboxylique (C-OOH) polaire [353].  
 
Figure 4-1 : Principe de la méthode d’obtention des micropatterns [354]. La lamelle en verre 
(trait bleu) est incubée dans du PLL-g-PEG (3) puis irradiée au travers d’un masque de 
chrome (4) pour obtenir l’empreinte des micropatterns. La lamelle est ensuite incubée dans 
la fibronectine (5) qui ne s’adsorbe que dans les zones illuminées pour former les 
micropatterns sur lesquels vont s’attacher les cellules (6). 
Pour cela, les lamelles de verres sont rincées à l’éthanol, séchées puis 
stérilisées par illumination aux UV à 180 nm pendant 5 min. Les lamelles propres 
et stériles sont incubées 1h à température ambiante dans 15 µL de 0,1 mg/mL 
PLL(20)-g[3,5]-PEG(2) (SuSoS), 10 mM HEPES pH 7,3 puis séchées avant d’être 
fixées avec 3 µL d’eau au photomasque de chrome préalablement nettoyé et 
illuminé aux UV à 180 nm pendant 5 min. L’ensemble est ensuite illuminé pendant 
6 min aux UV à 180 nm. Les lamelles ainsi photoimprimées sont incubées pendant 




fibrinogene-Alexa Fluor 488 (Molecular Probes) dans 100 mM NaHCO3 pH 8,5 puis 
rincées au PBS stérile.  
Les cellules sont ensuite placées sur la lamelle et laissées adhérer pendant 2h 
à 37°C avant d’être fixées et marquées par immunofluorescence. Les piles d’images 
sont ensuite acquises sur un vidéomicroscope à champ large (Zeiss) (objectif à 
immersion à l’huile Plan-Apo 63X/NA1,4 (420782-9900) puis déconvoluées (logiciel 
Huygens, ImagoSeine) avant d’être analysées en utilisant le logiciel Image J (NIH). 
Les cellules sont alignées et centrées en utilisant l’image du micropattern puis le 
signal dans le canal bleu (noyaux marqués au DAPI), vert (micropattern marqué 
par l’Alexa Fluor 488), et rouge (signal à anlyser) est moyenné à partir d’une dizaine 
de cellules pour engendrer l’image d’une cellule de référence représentant la 
localisation moyenne du signal. 
4.4 Microscopie 
4.4.1 Immunofluorescence 
Pour la microscopie photonique, les cellules HeLa ont été cultivées sur des 
lamelles de verre (épaisseur 0,17 mm) et fixées avec du formaldéhyde à 4% (Sigma-
Aldrich) à température ambiante pendant 15 minutes. Les cellules ont été incubées 
pendant 40 minutes à 1 heure dans un tampon de blocage (20 mM de glycine, 
0,3% de BSA, 0,01% de saponine (Sigma-Aldrich) dans du PBS) à température 
ambiante, et incubés avec l'anticorps primaire pendant 16 heures (une nuit) à 4°C, 
puis avec un anticorps secondaire pendant 1 heure à température ambiante. Pour 
marquer les gouttelettes lipidiques, les cellules ont été incubées avec 1 µg/mL de 
BODIPY 493/503 (Invitrogen) dans du PBS pendant 20 minutes à température 
ambiante. Les lamelles ont été montées sur des lames de verre dans du Prolonge 
Antifade Gold (Invitrogen), puis scellé au vernis à ongles et conservés à 4°C. Les 
images ont été acquises à l'aide d'un microscope confocal inversé à balayage laser 
(TCS SP5 AOBS Tandem scanner résonant, Leica) avec un objectif apochromatique 
(APO HCX 63x/1.4 huile λ Bl (506 192)). Les images ont été traitées et analysées en 
utilisant le logiciel ImageJ (NIH). Le pourcentage de signal dans la région du Golgi a 
été déterminé de la façon suivante:  
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avec : IGolgi l'intensité du signal à l'intérieur de la région du Golgi automatiquement 
segmentés avec le signal GM130, 
 Moybruit le signal moyen du bruit mesuré dans une région en dehors de la 
cellule, 
 AGolgi l'aire de la région du Golgi, 
 Iimage l'intensité de l'image entière, 





Les analyses de dynamique sont effectuées par mesure du temps de 
recouvrement de la fluorescence après photoblanchiment (FRAP, fluorescence 
recovery after photobleaching) comme décrit précédemment [355], [356].  
 
Figure 4-2 : Principe de la technique FRAP [357]. Une région d’intérêt (ROI, cadre rouge) 
est photoblanchie par un laser à forte intensité. Le retour de la fluorescence dans la ROI 
mesuré en fonction du temps est un indicateur de la mobilité de la protéine étudiée. 
Les cellules maintenues en culture sur une lamelle de verre sont 
transitoirement transfectées par une protéine fluorescente (4.1 ci-dessus). Les 
mesures de FRAP sont réalisées sur cellules vivantes à 37°C dans un milieu sans 
rouge de phénol contenant 20 mM HEPES pH 8 sur un microscope confocal à 
balayage laser (TCS SP5 AOBS Tandem scanner résonant, Leica) (objectif APO HCX 
63x/1.4 huile λ Bl (506 192)). Trois images de la cellule avant photoblanchiment 
sont prises à faible intensité du laser (environ 2%). Ensuite, la région d'intérêt (ROI) 
correspondant à une seule gouttelette lipidique isolée est scannée 3 fois avec le 
laser à la puissance maximale (100%) pour photoblanchir la fluorescence aussi 
complètement que possible. La récupération de la fluorescence dans la ROI est 
suivie immédiatement par imagerie à faible intensité du laser pendant 5 min à 7 









avec : Icell(t0) l’intensité moyenne de la cellule avant photoblanchiment, 
 Icell(t) l'intensité de la cellule à l'instant t, 
 IROI(t0) l'intensité moyenne dans la ROI avant photoblanchiment, 
 IROI(t) l'intensité dans la ROI à l’instant t. 
4.5 Quantification autour des gouttelettes 
lipidiques 
Des algorithmes de traitement d'images ont été développées en collaboration 
avec Vincent Contremoulins (ImagoSeine, Institut Jacques Monod) pour quantifier 
l'intensité du signal autour des gouttelettes lipidiques à l’aide des logiciels Imaris 
7,6 (Bitplane) et ImageJ (NIH). Ces deux algorithmes permettent d’une part de 
segmenter les gouttelettes lipidiques pour en déterminer les coordonnées dans 
l’espace et d’autre part de mesurer l’intensité du signal en fonction de la distance 





Figure 4-3 : Principe de quantification du signal autour des gouttelettes lipidiques. LD = 
gouttelette lipidique (Lipid droplet).  
Toutes les images ont été traitées avec les mêmes paramètres. La taille et la 
position des gouttelettes lipidiques ont été établies avec l’outil de détection des 
points d’Imaris en utilisant l'option de croissance de zone sur l’image verte qui 
correspond au cœur des gouttelettes lipidiques marqués au Bodipy. L’image des 
positions des gouttelettes lipidiques isolées est ensuite générée et exportée vers 
ImageJ afin d'identifier les pixels qui sont à l'intérieur de la cellule et à l'extérieur 
des gouttelettes lipidiques dans le canal rouge. Ces pixels sont obtenus par une 
transformation de la distance euclidienne exacte en 3D effectuée à partir de l'image 
des positions des gouttelettes lipidiques isolées afin de créer une nouvelle image où 
les valeurs des intensités des pixels sont égales à la distance aux gouttelettes 
lipidiques précédemment obtenues. Des seuils successifs de cette carte de distance 
ont été réalisés dans le but de créer un masque pour chaque distance aux 
gouttelettes lipidiques. Ces masques ont été utilisés pour sélectionner les pixels qui 
ont été quantifiés dans le canal rouge. Un autre masque correspondant à la 
frontière de la cellule a été obtenu par filtration (filtre médian) et seuillage avec un 
niveau bas dans le canal rouge. Enfin, la moyenne du signal dans le canal rouge 
des pixels inclus dans le masque de la cellule a été calculée pour chaque distance 
aux gouttelettes lipidiques. La moyenne du signal a été normalisée par rapport à la 
valeur maximale et représentée en fonction de la distance aux gouttelettes 
lipidiques pour générer un profil d'intensité du signal du canal rouge le long de la 
































Tableau 4-1 : Liste des plasmides utilisés 
Plasmide Protéine exprimée Réf. * 
pEGFP-C1 eGFP Clonetech 
pEGFP-GBF1 GFP-GBF1  [358] 
pEGFP-GBF1∆HDS1 GFP-GBF1 with the 887-1066 deletion   
pEGFP-GBF1∆HDS2 GFP-GBF1 with the 1068-1278 deletion   
pEGFP-GBF1∆HDS1-2 GFP-GBF1 with the 887-1278 deletion   
pEGFP-GBF1∆AH GFP-GBF1 with the 1021-1041 deletion   
pEGFP-H5-GBF1 GFP-GBF1(1021-1048)   
pEGFP-H4-5-GBF1 GFP-GBF1(1005-1048)   
pEGFP-Sec7-HDS1-GBF1 GFP-GBF1(710-1066)   
pEGFP-Rab1B+8 GFP-Rab1B∆CC-κras4B(171-188)  
pEGFP-Rab1B(Q67L)+8 GFP-Rab1B∆CC-κras4B(171-188) with the Q67L mutation  
pEGFP-Rab1B(N121I)+8 GFP-Rab1B∆CC-κras4B(171-188) with the N121I mutation  
pEYFP-C1 eYFP Clonetech 
pEYFP-Sec7-GBF1 YFP-GBF1(710-894)  [355] 
pm-Cherry-C1 mCherry Clonetech 
pmCherry-HDS1 mCherry-GBF1(911-1066)   
pmCherry-HDS1-I1023K mCherry-GBF1(911-1066) with the I1023K mutation   
pmCherry-HDS1-L1024A mCherry-GBF1(911-1066) with the L1024A mutation   
pmCherry-HDS1-R1025S mCherry-GBF1(911-1066) with the R1025S mutation   
pmCherry-HDS1-W1028S mCherry-GBF1(911-1066) with the W1028S mutation   
pmCherry-HDS1-I1031A mCherry-GBF1(911-1066) with the I1031A mutation   
pmCherry-HDS1-L1038A mCherry-GBF1(911-1066) with the L1038A mutation   
pmCherry-HDS1-R1040S mCherry-GBF1(911-1066) with the R1040S mutation   
pmCherry-HDS1-R1025S-
W1028S 
mCherry-GBF1(911-1066) with the R1025S and W1028S 
mutations   
pmCherry-HDS1-W1028S-
K1029S 
mCherry-GBF1(911-1066) with the W1028S and K1029S 
mutations   
pmCherry-HDS1-AAA mCherry-GBF1(911-1066) with the L1024A, I1031A and L1038A 
mutations   
pmCherry-H5-GBF1 mCherry-GBF1(1021-1048)   
pmCherry-H4-5-GBF1 mCherry-GBF1(1005-1048)   
pmCherry-Sec7-HDS1 mCherry-GBF1(710-1066)   
pVenus-C1 Venus: YFP with mutations F46L, F64L, M153T, V163A, S175G G. Patterson 
pTKN101 Venus-GBF1  [47] 
pVenus-HDS1 Venus-GBF1(900-1067)  [46] 
pVenus-HDS2 Venus-GBF1(1067-1278)  [46] 
pVenus-GBF1-W1028S Venus-GBF1 with the W1028S mutation   
pVenus-GBF1-W1028S-R1025S Venus-GBF1 with the W1028S and R1025S  mutations   
pVenus-GBF1-W1028S-K1029S Venus-GBF1 with the W1028S and K1029S mutations   
pVenus-NGBF1 Venus-GBF1(1-900)  [47] 
pVenus-∆Bgl Venus-GBF1(1-1060)   
pVenus-3820 Venus-GBF1(1-1273)  [47] 
pVenus-4320 Venus-GBF1(1-1440)  [47] 
pVenus-5010 Venus-GBF1(1-1670)   
pVenus-∆Sec7 Venus-GBF1 with the 710-900 deletion   
pVenus-265 Venus-GBF1(89-1856)   
pVenus-900 Venus-GBF1(300-1856)   
pVenus-1500 Venus-GBF1(500-1856)   
pVenus-CGBF1 Venus-GBF1(710-1856)   
pVenus-HUStoHDS2 Venus-GBF1(211-1278)   
* NB : les plasmides dont la référence n’est pas indiquée ont été clonés pendant le doctorat. 
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5 Mise en évidence d’un 
domaine de liaison aux 
lipides 
5.1 Localisation et dynamique de GBF1 
5.1.1 GBF1 est localisée sur le cis-Golgi 
Dans un premier temps, nous avons souhaité préciser et confirmer la 
localisation de GBF1 endogène dans les cellules RPE. Ces cellules ne sont pas 
transformées et ont la capacité de s’étaler largement sur le support qui leur est 
fourni. De fait, les cellules sont très plates (quelques micromètres d’épaisseur) ce 
qui induit une bonne séparation des compartiments internes (Figure 5-1). 
 
Figure 5-1 : GBF1 est localisé sur les membranes de la voie sécrétoire précoce. (A) Images 
confocales de cellules RPE-1 montrant la colocalisation de GBF1 endogène avec les 
marqueurs du cis-Golgi (Rab1A, p115) ou de la membrane plasmique (cortactine). Barre 
d’échelle = 10µm ; (B) Quantification de la colocalisation de GBF1 endogène avec les 
marqueurs indiqués (Plugin Image J). La première colonne correspond au marquage de 
GBF1 avec deux anticorps différents (rat et souris). * p-value<0,01 ; ** p-value<0,001 ; ***p-
value<10-3 (Test de Student par rapport à GBF1). 
Nous avons étudié la colocalisation de GBF1 endogène avec quelques 
marqueurs de la voie sécrétoire précoce (Figure 5-1). GBF1 colocalise avec Rab1A et 
Rab1B ainsi qu’avec le manteau COPI. GBF1 montre une association moins forte 
sur les structures cytoplasmique p115. Ces résultats indiquent que GBF1 est 
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localisée au niveau du cis-Golgi et sur des structures ponctuelles dispersées dans 
le cytoplasme qui seraient des éléments du ERGIC. 
GBF1 est aussi reporté pour être localisé autour des gouttelettes lipidiques 
[51]. Cette localisation est observée dans les cellules HeLa après une carence des 
cellules en acide gras suivie une induction des gouttelettes lipidiques à l’acide 
oléique. Dans un modèle d’adipocytes induits in vitro, GBF1 est localisé autour des 
gouttelettes lipidiques, avec ou sans induction de la lipolyse (Krishnakant G. Soni, 
NIH, non publié).  
5.1.2 GBF1 est une protéine périphérique dynamique 
GBF1 est une protéine périphérique transitoirement associée aux membranes. 
Son expression est finement régulée et une surexpression ou une déplétion a des 
effets délétères empêchant la survie de la cellule sur le long terme. Afin d’observer 
la dynamique de GBF1, nous avons exprimé transitoirement en cellule HeLa 
Venus-GBF1 [355] (Figure 5-2). La totalité de la région du Golgi est photoblanchie 
et le pourcentage de fluorescence au Golgi est calculé comme indiqué sur la Figure 
5-2. 
 
Figure 5-2 : Illustration de l’analyse de FRAP effectuée sur les cellules HeLa exprimant 
Venus-GBF1. (A) La totalité de la région correspondant au Golgi (cercle jaune) constitue la 
région d’intérêt (ROI). avant = image de la cellule avant photoblanchiment ; t=0 : image de 
la cellule juste après photoblanchiment et t=280s : image de la cellule après 280s de 
récupération. (B) Principe de quantification du signal au Golgi (selon [355]) où F(t) est le 
pourcentage de fluorescence au Golgi à la date t (en s).  
L’analyse des donnée de FRAP sur 37 cellules issues de 2 transfections 
indépendantes montre que la fluorescence est rapidement restaurée sur le Golgi 
(t1/2= 15 s) (Figure 5-3). Le recouvrement de la fluorescence n’est pas total, 
suggérant qu’une fraction de GBF1 est immobilisée en dehors du Golgi. Cependant, 
la quantité de signal dans le cytosol est proportionnelle au taux d’expression du 
transgène. C'est-à-dire que plus le taux d’expression est fort, plus le signal dans le 
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faible. Nous avons donc choisi des cellules exprimant faiblement le transgène pour 
les expériences de FRAP. La quantité de signal détruit lors du photoblanchiment 
est d’environ 25% du signal total. Cela explique que le recouvrement de fluoresce 
ne peut pas revenir à 100% du signal avant le photoblanchiment. Nous pouvons 
donc estimer que le recouvrement de fluorescence au Golgi est total, ce qui nous 
indique que GBF1 cycle rapidement entre sa forme liée aux membranes et la forme 
cytosolique.  
 
Figure 5-3 : Dynamique de GBF1 au Golgi. La dynamique de GBF1 est analysée par FRAP 
dans des cellules HeLa transitoirement transfectées avec Venus-GBF1 comme illustré dans 
la Figure 5-2. Les images de 37 cellules issues de 2 transfections indépendantes sont 
analysées comme décrit. Les barres d’erreurs représentent l’intervalle de confiance à 95%. 
Le t1/2 est déterminé sous R grâce à l’estimation des paramètres du modèle 45  6 




Ce résultat est semblable aux observation de notre équipe déjà publié dans les 
cellules NRK [355]. Cela suggère que la dynamique de GBF1 est indépendante des 
cellules utilisées et est un processus commun à toute les cellules (ubiquitaire).  
5.1.3 GBF1 possède deux régions de localisation 
Nous avons voulu déterminer la (les) région(s) importante(s) pour la 
localisation de GBF1 sur les membranes de la voie sécrétoire précoce. Pour cela des 
troncations successives de l’extrémité N-terminal ou C-terminale ont été générées 
puis transfectées dans des cellules de mammifère in vitro. Les cellules vivantes ont 
été observées en vidéomicroscopie et les résultats sont synthétisés dans la Figure 
5-4. L’ajout de BFA permet de stabiliser l’association de GBF1 aux membranes en 
bloquant un complexe inactif entre GBF1 et Arf1(GDP) [40] permettant de mesurer 
la capacité de GBF1 à fixer les membranes. Tous les mutants étudiés possèdent le 
domaine Sec7 sauvage et sont donc a priori sensibles à la BFA. 


































t1/2= 15.81s ± 1.31




Figure 5-4 : Etude de la localisation des mutants de délétion du C-terminal ou du N-terminal 
de GBF1. Les cellules (RPE-1 ou Cos7) exprimant transitoirement les constructions 
indiquées de GBF1 en fusion avec Venus sont observées par vidéomicroscopie avec 
(+BFA) ou sans (Untreated) traitement à la BFA. La localisation ERGIC/Golgi est définie 
comme une accumulation du signal sur des structures ponctuelles et/ou regroupées dans 
une région périnucléaire. Cette localisation est ensuite confirmée par coexpression avec 
CFP-p58, marqueur du ERGIC.  
La perte de l’extrémité N-terminale (domaine DCB) induit une perte de la 
localisation de GBF1 sur les membranes de la voie sécrétoire précoce (mutant 
GBF1300-1856). De même, la perte des domaines HDS1 et HDS2 induit une perte de 
la localisation de GBF1. Ces résultats montrent que les domaines DCB, HDS1 et 
HDS2 sont nécessaires pour la localisation de GBF1 sur les membranes du ERGIC 
et du Golgi. La perte de localisation membranaire de GBF1 en absence des 
domaines C-terminaux à été confirmée par fractionnement subcellulaire des 
cellules HeLa exprimant les différentes versions de GBF1 (Figure 5-5). Seul le 
mutant GBF11-900 (délétion des domaines en aval du domaine Sec7) montre une 
diminution de la capacité à lier les membranes.  
Le domaine DCB est impliqué dans la dimérisation de GBF1 [45] et dans 
l’interaction avec Rab1 (6.2.1 ci-dessous) [48]. Inversement, la fonction des 
domaines HDS1 et HDS2 n’est pas connue. Nous décidons donc, par la suite, de 
nous intéresser aux domaines HDS1 et HDS2.  
Pour cela, nous avons construit des mutants de délétion des domaines HDS1 
ou HDS2 de GBF1. Ces mutants fusionnés à la GFP sont ensuite exprimés dans 
des cellules HeLa fixées et observées en microscopie confocale. Afin de déterminer 
la localisation des différents mutants de GBF1 sur les membranes de la voie 
sécrétoire précoce, le cis-Golgi a été marqué par GM130 (facteur d’attachement 
spécifique du cis-Golgi) (Figure 5-6). Nous pouvons observer que l’élimination des 
domaines HDS1 et/ou HDS2 induit une perte de la localisation de GBF1 dans la 
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région périnucléaire correspondant au Golgi. Ainsi, nous n’observons pas de 
colocalisation entre les deux marqueurs, contrairement à GBF1 sauvage. 
 
Figure 5-5 : Fractionnement subcellulaire de cellules HeLa exprimant GFP-GBF1ou les 
différents mutants présentés sur la Figure 5-4. Image de western blot représentative de 
trois transfections indépendantes. C= fraction cytosolique et M= fraction membranaire ; 
Quantification de trois expériences indépendantes. Les barres d’erreurs représentent l’écart 
type. * p-value<0,0001 ; ns= p-value> 0,01 
L’absence de colocalisation sur cellules fixées peut s’expliquer par un 
recyclage plus rapide de GBF1 sur les membranes en absence des domaines HDS1 
et HDS2. Pour tester cette hypothèse, nous traitons les cellules à la BFA afin de 
stabiliser et de bloquer les éventuelles interactions entre les membranes et les 
mutants de GBF1. Comme prévu, GBF1 sauvage est majoritairement localisée au 
niveau du Golgi après traitement à la BFA (Figure 5-6, panel de droite et Figure 5-7 
A). Cependant, aucun des mutants de GBF1 ne montre de concentration dans la 
région périnucléaire après traitement à la BFA.  




Figure 5-6 : Images confocales de la localisation de GBF1 et des mutants de délétion des 
domaines HDS. Les cellules HeLa transitoirement transfectées sont fixées et traitées pour 
visualiser le cis-Golgi (marquage GM130). Les images sont représentatives de trois 
transfections indépendantes. L’image merge est une superposition des deux images où 
GBF1 est visualisée en vert et le Golgi en rouge. La présence de pixels jaunes indique une 
colocalisation entre les deux marqueurs.  
 
Figure 5-7 : Quantification de la localisation dans la région Golgienne des mutants de 
GBF1. (A) Effet de la BFA sur la localisation au Golgi de GBF1 sauvage. (B) Quantification 
des images issues de trois transfections réalisées comme indiquées dans la Figure 5-6. Les 
données sont normalisées par rapport à GBF1 sauvage. NT : cellules non traitées, BFA : 
cellules traitées avec 10 µg/mL BFA pendant 10 min avant traitement par 
immunofluorescence.  
La localisation subcellulaire d’une protéine relève de la combinaison de 
plusieurs facteurs. Afin de tester l’hypothèse d’une moins forte association de 
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GBF1 sur les membranes cellulaires, nous avons réalisé une étude de 
fractionnement des différents mutants de GBF1 (Figure 5-8). Cette analyse montre 
une diminution de 50% de la quantité totale de GBF1 associée avec la fraction 
membranaire lors d’une délétion des domaines HDS1 et/ou HDS2.  
 
Figure 5-8 : Fractionnement subcellulaire de cellules HeLa exprimant GFP-GBF1 ou les 
différents mutants de délétion des domaines HDS1 et HDS2. Image de western blot 
représentative de trois transfections indépendantes. C= fraction cytosolique et M= fraction 
membranaire ; Quantification de trois expériences indépendantes. Les barres d’erreurs 
représentent l’écart type. * p-value<0,001 (Test de Student). 
5.2 Le domaine HDS1 est un domaine de liaison 
aux lipides 
5.2.1 Le domaine HDS1 est associé aux membranes des 
gouttelettes lipidiques 
Les domaines HDS1 et HDS2 sont exclusivement localisés autour des 
gouttelettes lipidiques dans les cellules traitées à l’acide oléique [46] (Figure 5-9).  
 
Figure 5-9 : Le domaine HDS1 est localisé autour des gouttelettes lipidiques. Cellules HeLa 
exprimant transitoirement mCherry-HDS1 et incubées avec 400 µM d’acide oléique pendant 
16h. Le cœur des gouttelettes lipidiques est marqué au Bodipy 493/503. Les noyaux sont 
marqués au DAPI. (barre d’échelle 10 µm) 
Nous avons voulu étudier la localisation du domaine dans les cellules sans 
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oléique montre une absence de localisation sur des structures discrètes mais plutôt 
un marquage cytoplasmique non homogène suggérant que le domaine n’est pas 
cytosolique. Des expériences de fractionnement montrent que ce domaine est 
exclusivement retrouvé dans la fraction membranaire (Figure 5-10). Nous avons 
donc voulu savoir quel était la membrane sur laquelle se fixait HDS1 dans les 
cellules non traitées à l’acide oléique.  
 
Figure 5-10 : Le domaine HDS1 est associé aux membranes en l’absence de traitement à 
l’acide oléique. Fractionnement de cellules HeLa exprimant transitoirement GFP ou Venus-
HDS1. p58 (aussi appelée ERGIC53) est une protéine transmembranaire, marqueur de la 
fraction membranaire. C=fraction cytosolique. M=fraction membranaire. L’image de 
Western blot est représentative d’au moins 3 expériences indépendantes. Les blots ont été 
quantifiés en utilisant le logiciel Image J (NIH). * p-value< 10-4 (Test de Student). 
L’observation de la localisation cellulaire du domaine HDS1 dans les cellules 
HeLa non traitées à l’acide oléique pourrait ressembler au réticulum 
endoplasmique déformé [359]. Nous avons coexprimé Venus-HDS1 avec des 
marqueurs de la voie sécrétoire précoce (Figure 5-11). HDS1 ne montre pas de 
colocalisation avec ERGIC53 / p58 (ERGIC) et p115 (cis-Golgi).  
Cependant, le marqueur du réticulum endoplasmique KDEL-mRFP montre 
une colocalisation partielle avec le signal Venus-HDS1. A la résolution de la 
microscopie photonique, nous pouvons supposer que le domaine HDS1 est localisé 
sur des membranes proches du réticulum endoplasmique. En revanche, dans les 
cellules exprimant le domaine HDS1, le réticulum endoplasmique semble avoir une 
structure normale.  
 









































Figure 5-11 Images confocales de cellules HeLa vivantes, cotransfectées avec Venus-
HDS1 et différents marqueurs de la voie sécrétoire précoce, non traitées à l’acide oléique. 
Barre d’échalle = 10 µm 
GBF1 est une protéine périphérique transitoirement associée aux membranes 
du cis-Golgi. Nous avons donc mesuré la dynamique du domaine HDS1 sur la 
monocouche des gouttelettes lipidiques, et comparé à la dynamique de GBF1 sur la 
bicouche du Golgi. Pour cela, j’ai photoblanchi le signal mCherry-HDS1 autour 
d’une gouttelette lipidique isolée puis enregistré le retour de la fluorescence 
pendant 5 min à 7 min (Figure 5-12). L’analyse de 55 événements de FRAP 
indépendants ne permet pas de montrer un retour de la fluorescence autour des 
gouttelettes lipidiques. Cela indique que le domaine HDS1 est stablement associé 
autour des gouttelettes lipidiques.  




Figure 5-12 : Le domaine HDS1 est stablement associé aux gouttelettes lipidiques. (A) 
Analyse FRAP de cellules HeLa transitoirement transfectées avec mCherry-HDS1 et 
traitées à l’acide oléique. L’analyse porte sur une unique gouttelette lipidique isolée 
(indiquée par la flèche blanche). (B) Données normalisées et corrigées représentant 55 
expériences de FRAP (cellules issues de 3 transfections indépendantes). 
Nous avons souhaité quantifier la localisation du domaine HDS1 autour des 
gouttelettes lipidiques afin de mesurer l’effet des mutations. Notre approche a 
consisté à mesurer l’intensité de la fluorescence mCherry le long d’un vecteur 
tangent aux gouttelettes lipidiques (Figure 5-13). Cette approche a permis 
d’élaborer en collaboration avec la plateforme ImagoSeine, des algorithmes utilisant 
les logiciels Imaris et Image J (cf. 4.5 ci-dessus).  
 
Figure 5-13 : Principe de la quantification du signal autour des gouttelettes lipidiques. Le 
signal mCherry est quantifié autour des gouttelettes lipidiques en utilisant la méthode 
décrite (4.5 ci-dessus). Comparaison entre une protéine cytosolique (mCherry) et une 



































Mise en évidence d’un domaine de liaison aux lipides 
109 
 
Des expériences complémentaires de biochimie réalisées au laboratoire ont 
montré que le domaine HDS1 est capable de fixer directement des liposomes in 
vitro (Bouvet S., J Cell Sci. in press). Collectivement, ces résultats montrent que le 
domaine HDS1 est un domaine de liaison aux membranes capable in cellulo de 
cibler spécifiquement les gouttelettes lipidiques. 
5.2.2 Une hélice amphipatique est nécessaire pour 
l’association du domaine HDS1 aux membranes 
L’analyse bioinformatique du domaine HDS1 prédit que celui-ci est 
essentiellement composé d’hélices alpha [360]. En particulier, une hélice située en 
C-terminal du domaine formerait une hélice amphipatique (Figure 5-14). Cette 
hélice possède une face hydrophobe bien développée au sein de laquelle se trouve 
un tryptophane conservé. La face polaire comporte des acides aminés chargés 
négativement à l’interface (arginine et lysine) ainsi qu’un regroupement d’acides 
aminés hydrophiles au sommet de l’hélice et orientés vers le solvant (acide 
aspartique et acide glutamique). Ces propriétés en font un bon candidat comme 
motif de liaison potentiel aux lipides.  
 
Figure 5-14 : Analyse bioinformatique du domaine HDS1. (A) Alignement de séquence de 
l’extrémité C-terminale des domaines HDS1 des homologues de GBF1 [360]. La flèche 
noire indique le tryptophane 1028 conservé dans toutes les espèces (B) Représentation de 
GBF11021-1041 (portion de HDS1 encadré dans (A)) montrant une prédiction d’hélice 
amphipatique. La prédiction des propriétés amphipatiques est effectuée avec le logiciel 
Heliquest (heliquest.ipmc.cnrs.fr). Le tryptophane 1028 est situé au cœur de la face 
hydrophobe. 
Nous avons donc décidé de construire un mutant de HDS1 délété de l’hélice 
amphipatique prédite. Ce mutant exprimé dans des cellules HeLa traitées à l’acide 
oléique (Figure 5-15) montre une moins bonne localisation autour des gouttelettes 
lipidiques. Ce résultat indique que cette portion C-terminale du domaine HDS1 est 
nécessaire pour la localisation autour des gouttelettes lipidiques.  




Figure 5-15 : L’hélice amphipatique (AH) située en C-terminal du domaine HDS1 est 
importante pour la localisation du domaine autour des gouttelettes lipidiques. Images 
confocales de cellules HeLa exprimant mCherry-HDS1 ou mCherry-HDS1∆AH traitées 
avec 400 µM d’acide oléique pendant 16h à 37°C, fix ées et marquées au Bodipy. (barre 
d’échelle = 10 µm).  
En utilisant la méthode de quantification décrite précédemment, nous 
pouvons montrer que la délétion des 20 acides aminés en C-terminal du domaine 
HDS1 induit une augmentation d’un facteur 3 de l’intensité du signal cytosolique 
(Figure 5-16). Cette quantification montre aussi que le domaine HDS1 délété de 
l’hélice amphipatique AH possède encore la capacité de liaison aux gouttelettes 
lipidiques car le signal n’est pas entièrement cytosolique (comparer mCherry et 
Δ AH sur la Figure 5-16). L’hélice amphipatique est donc nécessaire pour 
l’association aux gouttelettes lipidiques mais d’autres portions du domaine sont 
aussi importantes.  
 
Figure 5-16 : Quantification du déplacement du domaine HDS1 suite à la délétion de 
l’hélice amphipatique (AH). Représentation de la hauteur du plateau déterminée comme 
indiqué sur la Figure 5-13 et normalisée par rapport à HDS1. La hauteur de la barre est 
proportionnelle à la l’intensité de signal dans le cytosol. Les barres d’erreurs représentent 
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Afin de tester l’hypothèse d’une hélice amphipatique dans la région C-
terminale de HDS1, nous avons construit des mutants ponctuels induisant 
l’altération de la propriété amphipatique de l’hélice prédite. La localisation autour 
des gouttelettes des différents mutants a été déterminée comme précédemment 
décrit. Les mutations des résidus hydrophobes de la face apolaire (L1024 et 
W1028) (Figure 5-17 A) induisent une diminution de l’association aux gouttelettes 
lipidiques, mesurée par une augmentation du signal cytosolique (Figure 5-17 B, 
Hydrophobic side). La mutation de la leucine prédite pour être au centre de l’hélice 
a un effet majeur alors que les résidus adjacents n’ont pas d’effet. La triple 
mutation de trois résidus de la face apolaire (L1024A-I1031A-L1038A) a ainsi le 
même effet que la mutation L1024A seule. La mutation des résidus chargés de la 
face polaire induit aussi une diminution de l’association aux gouttelettes lipidiques 
(Figure 5-17 B, Polar side). Le double mutant du tryptophane conservé (W1028) et 
d’une lysine dans la face polaire (K1029) possède l’effet le plus important sur la 
localisation du domaine HDS1 (Figure 5-17 B, WKSS). Cependant, l’insertion d’une 
charge à l’interface (mutation I1023K) ne modifie pas la localisation du domaine.  
 
Figure 5-17 : Les mutations ponctuelles affectant l’amphipaticité de l’hélice C-terminal du 
domaine HDS1 induisent un déplacement de la localisation du domaine dans le cytosol. (A) 
Représentation de l’hélice AH (GBF11021-1041) indiquant la position des résidus mutés. (B) 
Quantification selon la méthode décrite de la localisation autour des gouttelettes lipidiques 
des mutants indiqués. LILAAA : HDS1L1024A-I1031A-L1038A ; WKSS : HDS1W1028S-K1029S. * p-
value < 0,001 ; ns : p-value > 0,001 (test de Student). 
Ces résultats sont conformes à l’hypothèse d’une hélice, ayant des propriétés 
amphipatiques, située en C-terminal du domaine HDS1 nécessaire pour la 
localisation du domaine sur la monocouche des gouttelettes lipidiques. L’hélice 
amphipatique ne s’insère que dans l’une des couches de la membrane et est de ce 
fait un bon motif d’interaction aux monocouches entourant les gouttelettes 
lipidiques. L’utilisation d’une hélice amphipatique pour cibler les gouttelettes 
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5.2.3 L’hélice amphipatique est suffisante pour l’association 
aux gouttelettes lipidiques 
Afin de montrer que l’hélice AH est suffisante pour la localisation aux 
membranes, nous l’avons exprimée seule en fusion avec mCherry ou la GFP dans 
les cellules HeLa traitées à l’acide oléique. Cette hélice de 20 acides aminés est 
capable de relocaliser mCherry autour des gouttelettes lipidiques dans les cellules 
vivantes (Figure 5-18).  
 
Figure 5-18 : Localisation de l’hélice AH du domaine HDS1 autour des gouttelettes 
lipidiques. (A) Image confocale de cellules HeLa exprimant HDS1 ou AH en fusion avec 
mCherry, traitée à l’acide oléique, fixées et marquées au Bodipy. (barre d’échelle = 10 µm) ; 
(B) Quantification de la localisation du domaine HDS1 et de l’hélice AH autour des 
gouttelettes lipidiques. 
 
Figure 5-19 : Localisation de l’hélice amphipatique AH. Images confocales de cellules HeLa 
exprimant l’hélice AH et cotransfectées avec GFP-Sec61β (marqueur du réticulum 
endoplasmique) (A) ou immunomarquées (B) avec un anticorps dirigé contre ADRP 
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Cependant, la fixation des cellules induit une délocalisation dans le 
cytoplasme (Figure 5-18 A, images AH). Nous pouvons aussi noter un marquage 
périnucléaire plus intense (Figure 5-19). Afin de déterminer sur quelle 
endomembrane cette hélice est localisée, nous avons réalisé des colocalisations 
avec des marqueurs de la voie sécrétoire précoce (Figure 5-19).  
Nous pouvons remarquer que les gouttelettes sont très proches du réticulum 
endoplasmique mais que l’hélice n’est pas colocalisée avec Sec61β. En revanche, 
l’hélice montre une colocalisation partielle avec ADRP (PLIN2) qui sont toutes deux 
localisées autour des gouttelettes lipidiques (Figure 5-19 (B)). L’hélice AH montre 
aussi une concentration dans la région périnucléaire qui colocalise partiellement 
avec GM130. Ces résultats montrent que l’hélice AH possède la capacité 
intrinsèque de se localiser autour des gouttelettes lipidiques ainsi que sur le Golgi, 
tout comme GBF1. 
Le comportement de l’hélice amphipatique est semblable à la localisation de 
GBF1 (localisation sur les membranes de la voie sécrétoire précoce ainsi que sur la 
monocouche des gouttelettes lipidiques). Nous avons donc voulu connaitre la force 
de l’association de l’hélice autour des gouttelettes lipidiques en menant une analyse 
par FRAP comme pour le domaine HDS1. Ces analyses montrent un recouvrement 
de 60% de la fluorescence autour des gouttelettes lipidiques (t1/2=32 s) (Figure 
5-20). L’hélice amphipatique montre une dynamique sur les membranes 
intermédiaires entre GBF1 (t1/2=13s) et HDS1 (pas de recouvrement de 
fluorescence). 
 
Figure 5-20 : Dynamique de l’hélice AH autour des gouttelettes lipidiques. Analyse de la 
dynamique de l’hélice AH par FRAP dans des cellules HeLa transitoirement transfectées et 
traitées à l’acide oléique. t1/2 déterminé comme dans la Figure 5-3.  
  


































t1/2 = 32.51s ± 2.7
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6 Régulation de la 
localisation de GBF1 
6.1 La structure modulaire de GBF1 permet de 
réguler son activité 
6.1.1 Régulation par le domaine Sec7 
Nous avons montré que le domaine HDS1 est exclusivement localisé autour 
des gouttelettes lipidiques dans des cellules traitées à l’acide oléique. De plus, 
l’association de ce domaine aux gouttelettes est très stable ce qui implique une 
régulation de sa localisation dans le contexte de la protéine entière. Cependant, 
dans les mêmes conditions, une très faible part de GBF1 est associée aux 
gouttelettes lipidiques. Afin de déterminer quels domaines sont importants pour la 
régulation de la localisation du domaine HDS1, nous avons ajouté les domaines 
situés en N-terminal du domaine. En effet, le tandem HDS1-HDS2 est aussi 
localisé autour des gouttelettes lipidiques [46], suggérant un rôle redondant de ces 
deux domaines. De plus, les délétions des domaines HDS1, HDS2 ou du tandem 
HDS1-HDS2 ont le même effet sur la localisation de GBF1 (Figure 5-7 B). 
Nous avons exprimé dans les cellules HeLa traitées à l’acide oléique le tandem 
Sec7-HDS1 fusionné à la GFP. De façon surprenante, le tandem Sec7-HDS1 
montre une localisation cytoplasmique (Figure 6-1), sans concentration autour des 
gouttelettes lipidiques et sans concentration apparente dans la région Golgienne 
(Figure 6-2). Le traitement à la BFA ne modifie pas la localisation du tandem dans 
les cellules.  
 
Figure 6-1 : Images confocales de cellules HeLa vivantes exprimant Venus-HDS1 ou GFP-
Sec7-HDS1 et traitées à l’acide oléique. Barre d’échelle = 10 µm. 




Figure 6-2 : Quantification de la localisation dans la région Golgienne du tandem Sec7-
HDS1. Les cellules HeLa transitoirement transfectées par les constructions indiquées de 
GBF1 sont fixées et traitées pour visualiser le cis-Golgi (marquage GM130). La localisation 
au Golgi est quantifiée comme précédemment (Figure 5-7). 
Afin de tester la possibilité d’une localisation du tandem Sec7-HDS1 sur une 
membrane interne (réticulum endoplasmique par exemple), nous avons réalisé le 
fractionnement subcellulaire de cellules HeLa exprimant le tandem Sec7-HDS1 non 
traitées à l’acide oléique (Figure 6-3). La GFP est une protéine purement cytosolique 
et fortement surexprimée comme l’indique l’intensité de la bande dans la fraction 
cytosolique (Figure 6-3 A). Comme attendu le domaine Sec7 est cytosolique alors 
que le domaine HDS1 est retrouvé dans la fraction membranaire ; 90% du pool du 
tandem Sec7-HDS1 est dans la fraction cytosolique.  
 
 
Figure 6-3 : Fractionnement subcellulaire de cellules HeLa exprimant la GFP seule ou 
fusionnée aux domaines Sec7 ou HDS1 ou au tandem Sec7-HDS1. (A) Image de western 
blot représentative de trois transfections indépendantes. C= fraction cytosolique et M= 
fraction membranaire ; (B) Quantification de trois expériences indépendantes. Les barres 
d’erreurs représentent l’écart type.  
Ces résultats montrent que la capacité de fixation aux membranes du 
domaine HDS1 est fortement inhibée par le domaine Sec7. De plus, des études in 
vitro de biochimie menées au laboratoire ont montré que le tandem Sec7-HDS1 
purifié n’est plus capable de fixer des liposomes ou des gouttelettes lipidiques 
artificielles (Bouvet S., J Cell Sci. in press). Ces résultats indiquent une interaction 
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domaine de fixation aux lipides. Cependant, aucune interaction entre le domaine 
Sec7 et le domaine HDS1 n’a été montré dans une étude d’interaction 
domaine/domaine en double hybride en levure [45]. 
6.1.2 Régulation par les domaines N-terminaux 
Ni la localisation du domaine HDS1, ni celle du tandem Sec7-HDS1 ne 
permettent d’expliquer la localisation de la protéine entière à la fois in vivo et in 
vitro, suggérant des mécanismes supplémentaires de ciblage aux membranes. La 
délétion des domaines C-terminaux après le domaine HDS2 n’empêche pas la 
localisation sur les membranes de GBF1, indiquant que l’extrémité C-terminale de 
la protéine n’est pas requise pour la localisation de GBF1 sur les membranes de la 
voie sécrétoire précoce (ERGIC et Golgi). De plus, la délétion du domaine DCB situé 
à l’extrémité N-terminale de GBF1 entraîne une perte de la localisation de GBF1 
sur les membranes, ce qui montre que des informations de localisation sont 
contenues dans la partie N-terminale de la protéine. Afin de tester la capacité de 
ces mutants à fixer les membranes, nous avons réalisé le fractionnement 
subcellulaire de cellules HeLa exprimant différents mutants de GBF1 (Figure 6-4). 
De façon surprenante, la délétion du domaine DCB ou des domaines DCB et HUS 
n’induit qu’une faible diminution, non significative, du pool membranaire de GBF1.  
 
Figure 6-4 : Fractionnement subcellulaire de cellules HeLa exprimant GBF1 entier ou des 
troncatures des domaines N-terminaux. Les barres d’erreurs représentent l’écart type. ns= 
p-value> 0,01 (test de Student). 
Cela implique que les domaines N-terminaux portent une information de 
ciblage membranaire mais ne sont pas des domaines de fixation aux membranes. 
Selon cette hypothèse, les domaines HDS1 et HDS2 sont des domaines de liaisons 
aux lipides. Afin d’étudier cela, nous avons ajouté les domaines HUS et HDS2 au 
tandem Sec7-HDS1 (GBF1211-1278). Cette construction, cytoplasmique, en absence 
de traitement (image non montrée) est partiellement localisée autour des 
gouttelettes lipidiques lors d’un traitement à l’acide oléique (Figure 6-5).  

































Figure 6-5 : Images confocales de cellules HeLa vivantes exprimant GFP-GBF1211-1278 et 
traitées à l’acide oléique. Barre d’échelle = 10 µm. 
La capacité de GBF1211-1278 à fixer les membranes a ensuite été confirmée par 
fractionnement subcellulaire de cellules HeLa non traitées à l’acide oléique (Figure 
6-6). Ces résultats indiquent que GBF1211-1278, comme la troncature du domaine 
DCB, est incapable d’être accumulée sur les membranes de la voie sécrétoire, y 
compris lorsque les cellules sont traitées par la BFA. Cependant, cette construction 
conserve la capacité à fixer les membranes sans traitement à l’acide oléique. Dans 
le cas d’un traitement à l’acide oléique, GBF1211-1278 est capable de se concentrer 
autour des gouttelettes lipidiques comme le domaine HDS1 avec, cependant, un 
plus fort niveau dans le cytoplasme. Ainsi, le domaine HUS n’est pas suffisant pour 
cibler GBF1 sur les membranes de la voie sécrétoire précoce et la présence du 
domaine DCB est nécessaire pour un ciblage correct de GBF1 au Golgi. 
 
Figure 6-6 : Fractionnement subcellulaire de cellules HeLa exprimant GFP-GBF1, GFP-
Secè6HDS1 ou GFP-GBF1211-1278 (211-1278) (A) Image de western blot représentative de 
trois transfections indépendantes. C= fraction cytosolique et M= fraction membranaire ; (B) 
Quantification de trois expériences indépendantes. Les barres d’erreurs représentent l’écart 
type. * p-value<0,001 ; ns= p-value> 0,01 (test de Student). 
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6.2 GBF1, une plateforme de coordination ? 
6.2.1 L’interactome de GBF1 indique une protéine 
hyperconnectée 
Les résultats de localisation de GBF1 décrits ci-dessus peuvent impliquer 
l’existence d’autres facteurs importants de localisation, notamment des facteurs 
transmembranaires. Afin de trouver des nouveaux partenaires de GBF1, une étude 
de protéomique a été menée par Alexis Gautreau (LEBS, Gif-Sur-Yvette). Une 
construction exprimant GBF1 avec deux étiquettes moléculaires distinctes est 
exprimée conditionnellement dans les cellules HEK293T. GBF1 et ses interracteurs 
possibles sont ensuite purifiés séquentiellement en utilisant ces deux étiquettes 
(Figure 6-2). Le contenu ainsi purifié est ensuite analysé par spectrométrie de 
masse.  
 
Figure 6-7 : Méthodologie utilisée pour la recherche des partenaires de GBF1 
(interactome). (A) Schéma des constructions utilisées. TEV site ; site de protéolyse. FRT ; 
site de recombinaison avec la séquence FRT incluse dans le génome de la lignée cellulaire 
utilisée. HygR ; gène de résistance à l’hygromycine. P CMV ; promoteur fort du 
cytomégalovirus. TetR ; répresseur sensible à la tetramycine se liant à la séquence TetO2. 
BlastR ; gène de résistance à la blasticidine. (B) Principe de la purification séquentielle de 
GBF1 (1) Purification calcium dépendante de l’épitope C, élution par ajout d’EDTA qui 
complexe le calcium permettant de rompre la liaison épitope C-anticorps. (2) dialyse pour 
éliminer l’EDTA-calcium et pour ajouter de l’imidazole. (3) purification de l’étiquette 
hexahistidine par des billes couplées au nickel (Ni) par compétition avec l’imidazole. Les 
étiquettes moléculaires sont ensuite clivées pour permettre de récupérer dans l’éluât GBF1 
et ses partenaires.  
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Cette étude a permis de mettre en évidence 118 partenaires physiques 
potentiels de GBF1. Nous identifions dans cette étude des partenaires connus de 
GBF1 (comme COPI par exemple) [47] ce qui permet de valider nos résultats. Parmi 
les nouveaux partenaires, nous retrouvons des protéines non-golgiennes connues 
ou dont la fonction dans le trafic n’est pas décrite (notamment de nombreux 
transporteurs mitochondriaux). Ces partenaires, s’ils sont confirmés, peuvent être 
liés à d’autres rôles de GBF1.  
 
Figure 6-8 : Résultat de l’étude de l’interactome de GBF1. (A) Séparation éléctrophorétique 
des différentes étapes de la purification séquentielle de GBF1 (voir Figure 6-7). (B) 
Représentation arbitraire des résultats de l’analyse par spectrométrie de masse (LC-
MS/MS) des 23 bandes identifiées sur le gel (A). Comme tentative de classement, les 
protéines identifiées sont regroupées par localisation (mitochondrie, réticulum 
endoplasmique, noyau et membrane plasmique (PM)) ou par fonction (maintenance 
cellulaire, trafic intracellulaire, cytosquelette).  
Parmi les petites protéines G retrouvées nous avons pour le moment confirmé 
l’interaction entre Rab6 et GBF1 par double hybride en levures (Stéphanie Miserey-
Lenkei, Institut Curie, non publié). Le mutant Rab6A-T27N (dominant négatif) 
interagit avec le domaine Sec7 et le mutant Rab6-Q72L (constitutivement actif) 
interagit avec l’extrémité N-terminale de la protéine (site d’interaction déjà décrit 
avec Rab1B-GTP). Le rôle de cette interaction n’a pour l’instant pas été clarifié. La 
déplétion de GBF1 par ARN interférent provoquerait une tubulation du TGN. En 
revanche, dans les fibroblastes embryonnaires de souris (MEF, mouse embryonic 
fibroblasts) génétiquement dépourvue de Rab6 (Rab6 KO), GBF1 semble être 
normalement localisé (Carina Santos, Institut Curie, non publié). Rab6 et GBF1 ne 
sont pas colocalisés mais des études récemment publiées [363], [364] mettent en 
évidence un rôle de GBF1 au niveau du trans-Golgi. Des expériences 
complémentaires en collaboration avec l’équipe de Bruno Goud, spécialisée sur 
l’étude des Rab permettront de mieux définir la signifiance de cette interaction. 
 6.2.2 GBF1, l’intermédiaire entre Rab1 et Arf1
Rab1 recrute GBF1 
Des données récentes montrent une interaction entre Rab1B et GBF1 
domaine DCB [48]. Rab1 existe sous 
des rôles redondants dans le
ERES [99]. Ainsi, la déplétion de Rab1B induit une fragmentation du Golgi 
comparable à l’effet de la BFA.
Rab1 (S25N) induit aussi une fragmentation du Golgi 
Rab1 dans les voies de trafic non conventionnelle a 
[367]. 
Une étude d’ARN interférent dirigé contre Rab1A ou Rab1B montre une 
délocalisation de GBF1 [368]
d’autres compartiments de la voie sécrétoire précoce, j’ai effectué une analyse de la 
localisation de GBF1 dans les cellules traitées par ARN interfé
Rab1. Nous avons choisit de dépléter les cellules pour Rab1A et Rab1B 
simultanément, pour se prémunir d’un sauvetage éventuel par l’autre isoforme. 
Nous avons dans un premier temps décidé d’analyser le phénotype des cellules 
après deux jours de traitement pour éviter l’accumulation d’effets secondaires. 
Malheureusement, je n’ai pas pu observer d’effet significatif sur la localisation de 
GBF1 ou sur la fragmentation du Golgi malgré une bonne déplétion des deux 
isoformes de Rab1 (environ 80
de Rab1 serait suffisante pour assurer la fonction. 
Figure 6-9 : Western blot de 
traitement de 3 jours par ARN interférent d
Nous avons alors décidé d’observer le phénotype après trois jours de 
traitement (Figure 6-9). Comme publié, la déplétion de Rab1 ind
fragmentation du Golgi (Figure 
endogène dans le cytoplasme (augmentation du marquage diffus dans le cytosol). 
Nous souhaitions mesurer l’association de GBF1 sur les membranes de la voie 
sécrétoire précoce, aussi nous avons 
standardiser la position des différents compartiments internes. Cette technique 
permet de quantifier de façon fiable et reproductible la localisation des différents 
compartiments intracellulaires 
(crossbow) utilisé, le noyau est au centre et le G
l’arbalète) [351]. Dans les cellules traitées avec un ARN interférent dirigé contre 
Rab1A et Rab1B et micropatternées
du signal dans le cytoplasme (
Régulation de la localisation de GBF1
 ?
deux isoformes (Rab1A et Rab1B)
 contrôle des étapes précoces du trafic à partir des 
 L’expression d’un mutant constitutivement inactif de 
[365]. Récemment, un rôle de 
aussi été documenté 
. Afin de savoir si GBF1 est relocalisée au niveau 
rent dirigé contre 
%). L’hypothèse est qu’une très faible concentration 
 
 
vérification de la déplétion de Rab1A et Rab1B après 
es cellules RPE-1.  
6-10) ainsi qu’une délocalisation partielle de GBF1 
utilisés les micropatterns afin de figer et de 
[352]. Ainsi, sur le micropattern en forme d’arbalète 
olgi est au dessus (vers l’arc de 
, nous pouvons observer une plus forte intensité 
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L’intensité est similaire sur le Golgi entre les cellules traitées et les cellules 
contrôles.  
 
Figure 6-10 : La déplétion de Rab1A et Rab1B provoque la fragmentation du Golgi et la 
délocalisation partielle de GBF1. (A) Images confocales de cellules RPE-1 
immunomarquées contre GM130 et GBF1. IRR : Irrelevant RNA ; siRNA : cellules traitées 
avec un pool d’ARN interférent dirigé contre Rab1A et Rab1B. Barre d’échelle = 10 µm ; (B) 
quantification de la localisation de GBF1 (rapport entre l’intensité moyenne du signal 
périnucléaire et cytoplasmique de GBF1). Les barres d’erreur représentent l’écart type.  
 
Figure 6-11 : Localisation de GBF1 dans les cellules RPE-1 micropatternées traitées ou non 
avec un ARN interférent dirigé contre Rab1A et Rab1B. (A) Cellules de référence obtenue 
par projection du signal moyen de 17 cellules centrées et alignées par rapport au 
micropatrern. L’échelle de couleur indique les variation d’intensité du signa GBF1 ; (B) 
Projection de l’intensité le long du grand axe du micropattern pour le signal DAPI (noyau) et 
le signal GBF1.  
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Pour étudier l’importance de Rab1B dans la localisation de GBF1 sur les 
membranes, nous décidons d’étudier l’effet d’une délocalisation de Rab1B sur la 
localisation de GBF1. Pour cela, l’expression d’une protéine chimère GFP-
Rab1B∆CC-κRas4B(171-188) permet de localiser Rab1B (sauvage, ou Q67L – 
constitutivement actif, ou I121N – dominant négatif) à la membrane plasmique 
(Figure 6-12 c). 
 
Figure 6-12 : La délocalisation de Rab1B n’induit pas celle de GBF1. Cellules HeLa 
transitoirement transefctées par mCherry-Rab1B-κras4B (mCherry-Rab1B+8) et Venus-
GBF1 entier (a) ou N-terminal (b) puis observées au confocal après fixation ; (c) schéma de 
la construction utilisée. L’étiquette C-terminale, riche en lysine (K) interagit avec la 
membrane plasmique, riche en phosphatidylsérine (chargée négativement). 
GBF1 endogène n’est pas visiblement relocalisé à la membrane plasmique lors 
de l’expression de la chimère Rab1B-κRas4B (non montré). Cependant, la 
localisation de GBF1 endogène dépend de nombreux paramètres, entre autre un 
domaine de liaison aux lipides. Nous avons donc coexprimé l’extrémité N-terminale 
de GBF1 (GBF1-1-170) avec la chimère mCherry-Rab1B∆CC-κras4B(171-188) dans 
les cellules HeLa. Dans ces conditions, le domaine DCB ne présente pas de 
localisation périphérique et reste cytoplasmique (Figure 6-12). Ces expériences 
indiquent que la petite protéine G Rab1B n’est pas suffisante pour la localisation de 
GBF1. L’hypothèse est que GBF1 nécessite aussi un domaine de liaison sur une 
membrane non chargée (HDS1 et HDS2). Or le feuillet interne de la membrane 
plasmique est enrichi en PS et présente donc une charge négative. Ces charges 
 peuvent avoir un effet répulsif sur GBF1.
Rab1 endogène qui pourrait être suffisant pour masquer les effets de la chimère. 
Rôle de Rab1 vers les gouttelettes lipidiques
Rab1 est l’une des Rab retrouvée en association a
lipidiques dans les études de protéomique (cf. 
forme dominant-négative de Rab1B inhibe la formation des gouttelettes lipidiques 
dans la lignée de cellules hépatique H
de trafic vésiculaire précoce est 
lipidiques. Pour monter cela, la formation de gouttelettes lipidique
par l’acide oléique dans des cellules HeLa traitées avec différents ARN interférents 
dirigés contre la voie sécrétoire précoce
Rab1B induisent une diminution de la quantité de la petite protéine G Arf mesurée 
par western blot (Figure 6-
Figure 6-13 : Expression de
ARN interférent. Les cellules RPE
protéines indiquées (au dessus) ont été lysées après trois jours de traitement. IRR
interférent contrôle (irrelevant RNA
déplétion de Arf1 et Arf4. 
Les travaux de notre équipe ont montré une interaction directe entre GBF1 et 
ATGL. Cette interaction permet le recrutement de la lipase aux gouttele
lipidiques par la voie GBF1
GBF1 induit une diminution de la quantité d’ATGL (
dans une moindre mesure, la déplétion de Arf1
quantité d’ATGL totale. Cela pourrait indiquer qu’un défaut de localisation d’ATGL 
provoque sa dégradation ou que la voie GBF1
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 De plus, les cellules expriment toujours 
 
vec les gouttelettes 
3.2.1 ci-dessus). L’expression de la 
uh7 [369]. Ces données suggèrent que la voie 
importante dans la formation des gouttelettes 
. La déplétion de GBF1 ou de Rab1A et 
13).  
s acteurs de la voie sécrétoire précoce lors d’un traitement par 
-1 traitées avec un pool d’ARN interférent dirigé contre les 
) ; siRab1 : déplétion de Rab1A et Rab1B
 
-Arf1-COPI [46]. Dans les cellules HeLa, la déplétion de 
Figure 6-14). De même, mais 
-4 induit aussi une diminution de la 
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 Figure 6-14 : Expression d’ATGL après un traitement de 3 jours par ARN interférent (même 
cellules que dans la Figure 
Cependant, la déplétion
induisent un défaut de localisation d’ADRP autour des gouttelettes lipidiques
(Figure 6-15). Dans cette expérience, la 
n’a pas pu être observée 
immunofluorescence.  
Figure 6-15 : Recrutement d’ADRP autour des gouttelettes lipidiques induites à l’acide 
oléique dans les cellules traitées par ARN interférent. 
jours avec un pool d’ARN interférent (même 
jours, les cellules sont incubées
fixation et immunomarqu
quantification du nombre de cellules présentant une accumulation périnucléaire d’ADRP sur 
les gouttelettes lipidiques (dans les barres, nombre de cellules dénombrées).
Ces résultats indiquent que Rab1
le trafic vers les gouttelettes lipidiques. Rab1 
gouttelettes lipidiques [369]
Bien que Sec22b ai été retrouvé dans la fraction enrichie en gouttelettes 
lipidique, sa déplétion ne semble pas avoir d’effet sur le métabolis
gouttelettes lipidiques (nombre et taille non visiblement différente




Régulation de la localisation de GBF1
6-13).  
 de Rab1A et Rab1B, comme la déplétion
localisation d’ATGL autour des gouttelettes 
à cause de l’absence d’anticorps utilisable en 
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7 Discussion et Perspectives 
7.1 GBF1, coordinateur de l’homéostasie des 
lipides ? 
Rôle de GBF1 dans le trafic vers les gouttelettes lipidiques 
GBF1 est majoritairement localisé au niveau du cis-Golgi où il contrôle la 
formation de vésicules COPI permettant le recyclage vers le réticulum 
endoplasmique (transport rétrograde). Récemment, notre équipe et deux autres ont 
indépendamment montrées que le système GBF1-Arf1-COPI a été impliqué dans le 
trafic vers les gouttelettes lipidiques [46], [51], [370], [371]. Ainsi, GBF1 possède 
une localisation minoritaire à la surface des gouttelettes lipidiques [51]. 
J’ai montré que le recrutement spécifique du domaine HDS1 aux gouttelettes 
lipidiques est lié à l’insertion d’une hélice amphipatique. Cette étude in vivo de 
biologie cellulaire a été complétée par une étude in vitro de biochimie menée au 
laboratoire, ce qui a conduit à la publication d’un article dans un journal 
international à comité de lecture (S. Bouvet, M.-P. Golinelli-Cohen, V. 
Contremoulins and C. L. Jackson, “ Targeting of the Arf-GEF GBF1 to lipid droplets 
and Golgi membranes.,” Journal of Cell Sciences. 2013 in press). Ces résultats 
indiquent que GBF1 est localisé sur la monocouche des gouttelettes lipidiques par 
les domaines HDS1 et HDS2 qui sont des domaines de liaison directe aux lipides. 
GBF1 est requis pour la localisation d’au moins deux protéines associées aux 
gouttelettes lipidiques (ADRP et ATGL). La voie GBF1-Arf1-COPI n’est cependant 
pas requise pour la formation des gouttelettes lipidiques qui sont formées par 
accumulation de lipides neutres entre les deux feuillets de la membrane du 
réticulum endoplasmique. Notre laboratoire a montré qu’il existe une voie de trafic 
permettant l’adressage de protéines sur les gouttelettes lipidiques. Cela montre que 
le trafic des protéines vers les gouttelettes lipidiques requiert la machinerie de la 
formation de vésicules. Cependant, il semble peu probable qu’une vésicule formée 
d’une bicouche de phospholipides fusionne avec une gouttelette lipidique. La 
présence de la SNARE Sec22b sur les gouttelettes lipidiques [236] pourrait indiquer 
un mécanisme de tethering de vésicule à la surface des gouttelettes lipidiques. Le 
rôle des SNARE dans la formation d’un complexe non fusogène permettant de 
stabiliser les sites de contact membranaire est une hypothèse discutée récemment 
(Petkovic M., et al. submitted).  
Les gouttelettes sont en contact étroit avec des membranes dérivant du 
réticulum endoplasmique ou du ERGIC. Ainsi le passage de protéines pourrait être 
possible au travers de ces sites de contact. Les sites de contact sont des structures 
bien définies caractérisées par une grande proximité entre les membranes de deux 
compartiments différents. GBF1 possède une région de fixation aux gouttelettes 
lipidiques (les domaines HDS1 et HDS2) et une région de fixation sur le ERGIC 
Discussion et Perspectives 
128 
 
(domaine d’interaction avec Rab1). Ces deux modules indépendants pourraient 
permettre de stabiliser des sites de contact entre le ERGIC et les gouttelettes 
lipidiques. 
Enfin, un lien physique entre les gouttelettes et le réticulum a été observé par 
microscopie électronique [231]. Ce pont membranaire permet la localisation sur les 
gouttelettes de DGAT1 et donc la diffusion de lipides permettant la croissance de la 
gouttelette lipidique. Cette continuité membranaire pourrait permettre de localiser 
d’autres protéines à la surface des gouttelettes lipidiques par un mécanisme de 
surfing. La formation du pont membranaire semble intimement liée à l’origine 
réticulo-endoplasmique des gouttelettes lipidiques. Cependant, le pont 
membranaire entre le réticulum endoplasmique et les gouttelettes lipidiques 
pourrait aussi être formé par un mécanisme d’hémifusion (Figure 7-1). Pour cela, 
les deux membranes doivent être accolées (rôle des SNARE associées aux 
gouttelettes lipidiques ?) avant que les lipides ne se mélangent. La fusion permet de 
relâcher une partie du stress membranaire causé par la courbure (des vésicules ou 
des gouttelettes lipidiques).  
 
Figure 7-1 : Principe de la fusion membranaire entre deux bicouches (A) ou entre une 
bicouche et une gouttelette lipidique (B). (A) Lors de l’étape d’hémifusion, seuls les deux 
feuillets superficiels des bicouches sont fusionnés, permettant la diffusion des lipides entre 
les deux membranes. Lors de la fusion, la création d’un pore permet le passage des solutés 
entre les deux compartiments ; (B) Dans le cas des gouttelettes lipidiques, l’hémifusion 
permettrait la diffusion des phospholipides de la bicouche vers la monocouche et le 
passage de lipides neutres entre les deux feuillets. 
Rôle de GBF1 dans la lipolyse 
La lipolyse (mobilisation des acides gras contenus dans les gouttelettes 
lipidiques) est induite dans les adipocytes, en cas de carence, par des hormones. La 
lipase HSL (hormone sensitive lipase) était connue depuis longtemps pour être 
activée par la PKA en réponse à une stimulation hormonale. Cependant, les souris 
délétées pour HSL ne montrent pas d’accumulation de triacylglycérols et ne sont 
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pas obèses, ce qui implique qu’une autre lipase est nécessaire pour les premières 
étapes de la lipolyse. 
L’expression d’ATGL est fortement induite lors de la différenciation des 
adipocytes et possède une activité triacylglycérol-lipase [372]. De plus, son 
expression est ubiquitaire et les souris délétées du gène de l’ATGL (atgl-/-) 
présentent une obésité avec accumulation de triacylglycérols dans les adipocytes et 
les tissus. La lipolyse est donc réalisée par l’activité séquentielle de trois lipases : 
- ATGL est la première lipase et catalyse l’hydrolyse du triacylglycérol en 
positions sn-2 ou sn-1 [373], [374], 
- HSL est la diacylglycérol-lipase qui hydrolyse sélectivement les sn1,3 
diacylglycérols, 
- une monoacylglycérol lipase peut ensuite éventuellement hydrolyser le 
dernier acide gras pour libérer le glycérol. 
L’activité triacyglycérol-lipase d’ATGL est fortement stimulée par l’interaction 
avec CGI-58. Or, en condition basale (sans stimulation hormonale de la lipolyse), 
CGI-58 est complexé avec PLIN-1 (Figure 7-2). Lors de la stimulation hormonale de 
la lipolyse, la protéine kinase dépendante de l’AMPc (PKA) est activée, ce qui permet 
de phosphoryler PLIN1 et HSL [375]. La phosphorylation de PLIN-1 permet d’une 
part de libérer CGI-58 qui peut activer ATGL [175], d’autre part de recruter HSL à 
la surface des gouttelettes lipidiques (Figure 7-2).  
 
Figure 7-2 : lipolyse des gouttelettes lipidiques en condition basale (à gauche) et stimulée 
par les hormones (à droite) [175]. En condition basale, la lipolyse est faible en raison de 
l’association entre PLIN-1 et CGI-58. Lors de la stimulation hormonale de la lipolyse, la 
phosphorylation de PLIN-1 et de HSL induit la libération de CGI-58 qui active ATGL, et le 
recrutement de HSL sur la surface des gouttelettes par interaction avec PLIN-1.  
Les signaux de lipolyse activent la kinase activée par l’AMP (AMPK) [376]. Or 
des travaux ont montré que la thréonine 1337 (Thr1337) de GBF1 est phosphorylé 
par l’AMPK [377]. Cette phosphorylation induit une perte de la localisation 
membranaire de GBF1 et une diminution de l’activation de Arf1 [378] à l’origine de 
la fragmentation du Golgi lors de l’entrée en mitose [378], [379]. Ces données 
suggèrent que l’activité ou la localisation de GBF1 pourraient être régulées par 
phosphorylation. 
Nos observations de la localisation de GBF1 autour des gouttelettes lipidiques 
dans les cellules HeLa ont été réalisées après une carence des cellules en acide gras 
suivit d’une induction de la formation des gouttelettes lipidiques par un traitement 
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à l’acide oléique. De même, dans un modèle d’adipocytes induits in vitro, GBF1 
montre une localisation sur les gouttelettes lipidiques. La différentiation des 
adipocytes permet d’activer des voies de signalisation menant à l’expression de 
gènes cibles (en particulier ATGL). 
Ces observations suggèrent une régulation de GBF1 par phosphorylation. 
L’AMPK activée par voie hormonale ou lors de la différentiation des adipocytes 
phosphoryle GBF1 sur la thréonine 1337. Ce résidu, situé après le domaine HDS2 
pourrait permettre non pas une inhibition de l’activité GEF de GBF1 mais un 
changement de conformation permettant d’exposer les domaines HDS1 et HDS2 de 
fixation aux lipides. Cette fixation aux gouttelettes lipidiques de GBF1 permettrait 
ensuite de recruter la lipase ATGL à la surface des gouttelettes. 
La capacité d’échange d’une interface est proportionnelle à sa surface. En 
particulier l’accessibilité des lipides neutres au cœur des gouttelettes lipidiques est 
d’autant plus grande que la surface des gouttelettes lipidiques est grande. Pour 
augmenter cette surface, l’une des solutions est d’augmenter le nombre de 
gouttelettes lipidiques. Or, sur une bicouche, GBF1 permet de recruter le manteau 
COPI permettant de former des vésicules. 
Une hypothèse permettant d’augmenter l’efficacité de la lipolyse induite par 
une stimulation hormonale serait de former des petites gouttelettes lipidiques à 
partir d’une plus grosse grâce au recrutement du manteau COPI sur la 
monocouche. L’augmentation de la surface générée par la formation de petites 
gouttelettes lipidiques (≈ 60 nm de diamètre) induit, en outre, l’apparition de 
défauts de packing similaires à ceux observés sur des vésicules. Ces défauts de 
packing pourraient faciliter la localisation des lipases (comme ATGL) et l’accès aux 
triacylglycérols du cœur. 
Récemment, la capacité de COPI à former des petites gouttelettes lipidiques à 
partir d’une interface triacylglycérol-phospholipide-eau a été montrée in vitro [380]. 
Les petites gouttelettes lipidiques ainsi générées sont fusogènes ce qui est expliqué 
par une diminution de la densité des phospholipides de la monocouche. Ainsi, une 
autre façon d’augmenter l’efficacité du recrutement des protéines sur la surface des 
gouttelettes lipidiques pourrait reposer sur une modulation de la tension de 
surface. COPI serait responsable de cette activation de la monocouche.  
Des nouvelles fonctions de GBF1 ? 
L’analyse de l’interactome présentée dans ce manuscrit indique que GBF1 
possède un grand nombre de partenaires physiques. Ces observations confirment 
un crible du laboratoire en double hybride dans la levure avec GBF1 montrant 
aussi un grand nombre de partenaires potentiels. Ces deux études indépendantes, 
dans deux modèles différents, nous suggèrent que GBF1 possède de multiples 
partenaires. 
Les partenaires impliqués dans le trafic vésiculaire sont attendus (COPI par 
exemple) et retrouvés. GBF1 possèderait aussi des liens avec d’autres voies de 
trafic vésiculaire rétrograde, notamment Rab1 (cascade entre Rab1 et Arf1 ?) et 
Rab6, indiquant que GBF1 pourrait avoir un rôle dans plusieurs voies. Nous avons 
aussi retrouvé des enzymes impliquées dans l’homéostasie des lipides (FAS par 
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exemple). Pour ces enzymes, l’interaction avec GBF1 peut être liée à un mécanisme 
similaire à ATGL de localisation auprès des gouttelettes lipidiques.  
GBF1 possèderait aussi de nombreux partenaires mitochondriaux. Dans les 
deux analyses, des transporteurs localisés sur la membrane externe de la 
mitochondrie ont été mis en évidence. Ces transporteurs pourraient être des cargos 
contenus dans les vésicules COPI. Cependant, la fusion de vésicules avec la 
mitochondrie n’a pas été démontrée. Une autre hypothèse pourrait être liée à un 
rôle de GBF1 au niveau des sites de contact grâce aux nombreux domaines 
d’interaction et de localisation de la protéine. La possibilité de la présence de GBF1 
au niveau des sites de contact entre les gouttelettes lipidiques et le réticulum ou le 
ERGIC est discutée plus haut. De la même façon, les résultats d’interactomique 
semblent indiquer que GBF1 pourrait avoir un rôle dans l’adressage de protéines 
vers les mitochondries. Un mécanisme dépendant des sites de contact pourrait être 
envisagé. Ainsi, la formation des sites de contact entre le réticulum et les 
mitochondries pourrait dépendre de la voie COPI [381]. Le protéome de ces sites de 
contact indique la présence de COPI et de Arf3 ainsi que des partenaires 
mitochondriaux de GBF1 (SLC25A3 par exemple) [382]. Rab1A, Rab1B, TMED10, 
sont retrouvés à la fois dans les sites de contact entre le réticulum endoplasmique 
et les mitochondries et dans l’interactome de GBF1. 
Enfin, GBF1 possède une localisation à la membrane plasmique, au niveau 
du lamellipode de la cellule (marqué par la cortactine). Des données récentes ont 
montré que GBF1 est recruté au lamellipode lors de la stimulation des GPCR, en 
réponse à un signal de chimiotactisme [358]. Ce recrutement est nécessaire pour 
induire le chimiotactisme de la cellule ; dont la voie de signalisation passerait par 
l’activation de Arf1 à la membrane plasmique. Une autre étude montre que GBF1 
est requis pour une voie d’endocytose indépendante de la dynamine et de la 
clathrine (voie GEEC, GPI-anchored proteins enriched early endosomal compartment) 
[52]. De plus amples études seront nécessaires pour comprendre le rôle et la 
fonction de GBF1 au niveau de la membrane plasmique. 
 
7.2 Vers un code des hélices amphipatiques ? 
Les hélices amphipatiques peuvent discriminer les membranes 
selon leur composition 
Mes résultats suggèrent que la fixation de GBF1 sur les membranes de la voie 
sécrétoire précoce repose sur l’insertion d’hélice amphipatique. Les expériences de 
biochimie menées au laboratoire n’ont pas pu montrer de spécificité du domaine 
HDS1 pour des lipides chargés (PI ou PS) pour la fixation sur les liposomes. Ces 
résultats suggèrent que la fixation de GBF1 sur les membranes ne repose pas 
uniquement sur une forte interaction électrostatique. Cette observation conforte 
l’hypothèse de deux territoires membranaires au sein de la cellule, dont la 
reconnaissance par les protéines périphériques est basée sur deux chimies 
différentes [383]. Les membranes en connexion avec la surface de la cellule 
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(membrane plasmique, TGN, endosomes) ont une composition riche en 
sphingomyéline et cholestérol. Elles présentent aussi des lipides chargés 
négativement (PS, PI et phosphoinositides). Les interactions électrostatiques sont 
une composante importante pour la fixation de protéines périphériques sur ces 
membranes [383]. 
Les membranes en connexion de la voie sécrétoire précoce (réticulum 
endoplasmique, cis-Golgi et ERGIC) présentent peu de lipides chargés, sont 
pauvres en cholestérol et en sphingomyéline. Ces membranes sont donc plus fines, 
plus lâches et plus facilement déformables. La fixation des protéines périphériques 
sur ces membranes repose sur la reconnaissance des défauts de packing. La 
position centrale du Golgi entre ces deux territoires en fait une organelle 
primordiale pour le contrôle et l’établissement de cette dichotomie ; grâce entre 
autres à un tri protéo-lipidique. Ces compositions lipidiques supportent des 
fonctions spécifiques : 
- la membrane plasmique est résistante et imperméable pour former une 
barrière sélective efficace, 
- le réticulum est souple et perméable ce qui facilite l’insertion de protéines 
et la translocation de lipides entre les deux feuillets. 
Plusieurs stratégies peuvent être employées pour la localisation d’une protéine 
sur une membrane. En fonction des territoires membranaires (TGN/endosomes ou 
ER/Golgi), les moyens de localisation utilisés sont différents (Figure 7-3). En 
particulier, pour le territoire ER/Golgi, l’association aux membranes peut être liée à 
l’insertion d’une hélice amphipatique. L’hélice amphipatique est un bon motif de 
fixation sur une membrane peu chargée et désordonnée : 
- insertion dans les poches hydrophobes permettant de stabiliser les 
défauts de packing ; ce qui permet de soulager une partie du stress de la 
membrane, 
- structuration de l’hélice lors de l’insertion dans la membrane (motif 
ALPS) ; ce qui permet de ne pas exposer au cytosol des domaines 
hydrophobes de la protéine, 
- insertion stabilisée par de nombreuses interactions faibles (hydrophobes 
avec les chaines d’acide gras, électrostatiques avec le groupement 
phosphate et hydrogène avec le solvant) ; ce qui assure un ancrage stable 
de l’hélice. 
Une hélice amphipatique interagit avec plusieurs parties des lipides 
membranaires (acides gras, phosphate et groupement polaire). A priori, l’hélice 
amphipatique sera donc sensible au contenu en acide gras de la membrane (ce qui 
n’est pas le cas par exemple de domaines de liaison aux phosphoinositides qui ne 
reconnaissent que le degré de phosphatation du noyau inositol). 




Figure 7-3 : Mécanismes de localisation des protéines sur les deux territoires 
membranaires. Le territoire ER/Golgi est favorable aux domaines transmembranaires courts 
et aux hélices amphipatiques. Le territoire PM/endosome est favorable aux TMD longs et 
aux ancres GPI. La présence de phosphoinositides permet l’utilisation de domaines de 
fixation spécifiques. Les modifications lipidiques permettant l’ancrage à la membrane sont 
possibles dans les deux territoires. TMD : domaine transmembranaire (trans membrane 
domain) ; GM : glycosphingolipides ; GLP : glycophospholipides ; SM : sphingolipides ; 
PIBM : phosphoinositide binding domain ; AH : hélice amphipatique ; PM : membrane 
plasmique ; PIBM : phosphoinositides binding modules. 
Les senseurs de courbure sont des protéines se liant spécifiquement sur des 
membranes courbées (≈ 30 nm de diamètre). Les motifs BAR possèdent une 
structure rigide en forme de croissant [384]. Ils interagissent avec les membranes 
via des interactions électrostatiques entre les charges négatives de la membrane et 
les charges positives de la protéine [385], [386]. Ainsi, les domaines BAR 
interagissent préférentiellement avec les membranes chargées du territoire 
PM/endosome (enrichi en PS et PI).  
Les motifs ALPS et α-synuclein sont des senseurs de courbure, in vitro et in 
vivo [383], [387]. Ces domaines se structurent en hélice amphipatique non 
équilibrée. Le motif ALPS possède une très large face hydrophobe et peu de charges 
dans la petite face polaire (Figure 7-4). Inversement, l’α-synuclein possède une face 
polaire bien développée avec de nombreuses charges (résidus chargés négativement 
à l’interface et résidus chargés positivement au centre de la face polaire) et une face 
hydrophobe comportant des résidus faiblement hydrophobes. Cette différence de 
structure permet de discriminer des défauts de packing dans des membranes de 
composition différente. La large face hydrophobe du domaine ALPS peut facilement 
être accomodée dans les membranes courbées du territoire ER/Golgi alors que les 
charges de l’α-synuclein permettent de stabiliser l’insertion de l’hélice dans les 
membranes courbées du territoire PM/endosome. 




Figure 7-4 : Structure des senseurs de courbures ALPS et α-synuclein permettant de 
reconnaitre des compositions membranaires différentes [387]. 
Une hélice spécifique des gouttelettes lipidiques ? 
L’hélice amphipatique C-terminale du domaine HDS1 est suffisante pour 
localiser la GFP sur les gouttelettes lipidiques. Cependant, cette localisation n’est 
pas stricte et l’hélice peut aussi être localisée sur la bicouche du Golgi.  
Les hélices amphipatiques sont utilisées pour la localisation de protéines à la 
surface des gouttelettes lipidiques [361], [362], [388]. En effet, la structure des 
gouttelettes lipidique interdit l’insertion de domaine transmembranaire. De même 
l’absence de lipide spécifique ne permet pas l’utilisation de domaine de liaison aux 
lipides (domaines PIBM par exemple) (Figure 7-5). L’insertion d’une protéine par 
modification lipidique n’a pas été documentée et l’insertion d’une structure en 
épingle à cheveux bien que probable n’a pas non plus été clairement montrée par 
une structure [231]. 
 
Figure 7-5 : Domaines possibles de fixation à la surface des gouttelettes lipidiques. (a) 
l’insertion d’un domaine transmembranaire (TMD) semble être a priori exclu ; (b) structure 
en épingle à cheveux (hairpin) ; (c) hélice amphipatique ; (d) la fixation par un domaine de 
reconnaissance du groupement polaire semble être exclu en raison de l’absence d’un 
phospholipide spécifique des gouttelettes ; (e) modification lipidique. 
Cependant, la structure typique d’une hélice amphipatique permettant 
l’association aux gouttelettes lipidiques n’est pas encore élucidée. Aucune des 
hélices étudiées ne permet, seule, une association stable et stricte autour des 
gouttelettes lipidiques. La discrimination entre la surface des gouttelettes lipidiques 
et les membranes du réticulum n’est pas comprise. Pourtant, il existe clairement 
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une différence entre ces deux membranes car plusieurs analyses de FRAP de 
protéines associées aux gouttelettes lipidiques indiquent que l’association d’une 
protéine autour d’une gouttelette lipidique est stable [229]. Cette stabilité pourrait 
être expliquée en partie par des propriétés particulières de la monocouche des 
gouttelettes lipidiques, éventuellement influencées par les lipides neutres du cœur. 
La modulation de la tension de membranes par le système GBF1-Arf1-COPI sur les 
gouttelettes lipidiques pourrait être un nouveau mécanisme permettant l’insertion 
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Summary
Lipid droplet metabolism and secretory pathway trafficking both require activation of the Arf1 small G protein. The spatiotemporal
regulation of Arf1 activation is mediated by guanine nucleotide exchange factors (GEFs) of the GBF and BIG families, but the
mechanisms of their localization to multiple sites within cells are poorly understood. Here we show that GBF1 has a lipid-binding
domain (HDS1) immediately downstream of the catalytic Sec7 domain, which mediates association with both lipid droplets and Golgi
membranes in cells, and with bilayer liposomes and artificial droplets in vitro. An amphipathic helix within HDS1 is necessary and
sufficient for lipid binding, both in vitro and in cells. The HDS1 domain of GBF1 is stably associated with lipid droplets in cells, and the
catalytic Sec7 domain inhibits this potent lipid-droplet-binding capacity. Additional sequences upstream of the Sec7 domain–HDS1
tandem are required for localization to Golgi membranes. This mechanism provides insight into crosstalk between lipid droplet function
and secretory trafficking.
Key words: Lipid droplet, Arf1 small G protein, Lipid binding domain, Golgi, Amphipathic helix, Guanine nucleotide exchange factor (GEF)
Introduction
Organelle identity is maintained dynamically by specific
recruitment of proteins to membranes of a characteristic lipid
composition. In many cases, an organelle is defined by a
combination of a rare lipid and specific proteins, most commonly
phosphoinositides and activated small G proteins (Behnia and
Munro, 2005). This combination allows peripheral proteins such
as protein coats, lipid modifying enzymes and actin cytoskeleton
regulators to associate specifically with each compartment and
contribute to their functioning and maturation. Although small G
proteins such as Arf1 and Rab1 are known to function in
recruiting proteins to membranes of the early secretory pathway
(Gillingham and Munro, 2007), these membranes lack a
characteristic phosphorylated phosphoinositide to confer
compartment identity. Instead, other signature features of these
compartments are used as targeting information, such as lipid
packing defects, that are sensed by a specific class of
amphipathic helices (Bigay and Antonny, 2012; Vamparys
et al., 2013; Vanni et al., 2013).
Lipid droplets (LDs), the major energy storage depots of
eukaryotic cells, are now recognized as bona fide organelles that
interface with membrane trafficking pathways (Liu et al., 2004;
Walther and Farese, 2012). They are distinct from other
organelles in having a neutral lipid core surrounded by a
phospholipid monolayer rather than a bilayer encompassing an
aqueous interior. However, the composition of the phospholipids
encircling LDs shares features with that of early secretory
pathway membranes, notably its lack of a specific
phosphorylated phosphoinositide as a compartment marker
(Bartz et al., 2007a). In addition to triglycerides, which are the
major energy storage molecules of eukaryotic cells, the neutral
lipid core of LDs also contains esterified cholesterol. These two
classes of neutral lipids serve as storage precursors of the two
major lipid components of cellular membranes. In yeast, it has
been shown that trafficking through the secretory pathway is
coordinated with storage of neutral lipids in LDs, probably to
provide the cell with the capacity to respond rapidly to demands
for new membrane synthesis when growth is stimulated, and to
channel newly synthesized membrane precursors from the ER to
LDs for storage when growth is inhibited (Gaspar et al., 2011;
Gaspar et al., 2008).
The metabolism of LDs has received considerable attention in
recent years because of their central role in metabolic diseases,
notably lipodystrophies and obesity (Walther and Farese, 2012;
Zechner et al., 2012). Obesity is a particularly serious health
concern because of its prevalence, and its predisposition to
serious illnesses such as diabetes, fatty liver disease, heart disease
and cancer (Bozza and Viola, 2010; Cohen et al., 2011;
Greenberg et al., 2011). LDs are also required for the
infectious cycle of pathogens such as hepatitis C virus, Dengue
virus and Chlamydia, which target fat metabolic cells and/or lipid
metabolic pathways for their propagation (Saka and Valdivia,
2012; Stehr et al., 2012).
Both the mechanisms linking LDs to the secretory pathway,
and targeting of proteins to the LD surface are poorly understood.
We and others have identified a crucial role of the Arf1 small G
protein and its regulators in recruitment of LD-associated



















Fig. 1 See next page for legend.


















conserved from Drosophila to humans (Beller et al., 2008; Guo
et al., 2008; Soni et al., 2009). However, the mechanisms by
which Arf1 and its regulators themselves are recruited to LDs are
not well understood. In the secretory pathway, Arf1 is involved in
recruitment of coats to membranes to form transport vesicles
(Bonifacino and Lippincott-Schwartz, 2003). At the cis-Golgi,
the Arf1 activator GBF1, a guanine nucleotide exchange factor
(GEF) that switches Arf1 from its inactive GDP-bound to active
GTP-bound form, recruits the COPI coat to membranes, the first
step in formation of COPI-coated vesicles (Beck et al., 2009). At
the trans-Golgi, Arf1 is activated by members of a distinct family
of GEFs, the BIG/Sec7 family. The GBF and BIG GEFs are large
proteins that share a common domain structure (Bui et al., 2009;
Gillingham and Munro, 2007). Among these large Arf GEFs, the
mechanism of recruitment of the BIG/Sec7 proteins is the best
characterized. However, two distinct localization mechanisms
involving direct interactions with the BIG GEF proteins have
been demonstrated (Christis and Munro, 2012; Richardson et al.,
2012). The HDS1 domain downstream of the catalytic domain of
yeast Sec7p is necessary for binding to membranes in an Arf1-
dependent manner, as part of a positive feedback loop enhancing
membrane binding (Richardson et al., 2012). It has also been shown
that the N-terminus of the mammalian and Drosophila homologue
of Sec7p, BIG1, interacts with the small G protein Arl1, a trans-
Golgi-localized protein, which mediates the specific recruitment of
BIG1 to trans-Golgi membranes (Christis and Munro, 2012). How
these two localization mechanisms are coordinated is not known.
For the GBF family of GEFs, the N-terminal region of mammalian
GBF1 has been shown to interact directly with Rab1, which
contributes to its localization to the Golgi (Monetta et al., 2007).
Here we show that two regions of GBF1, both the HDS1 domain
and the N-terminus, are required for its Golgi localization, whereas
the HDS1 domain alone is required for localization to LDs. We
show that the HDS1 domain is a lipid-binding domain, which can
associate both with bilayer liposomes and LDs, in vitro and in cells,
through an amphipathic helix within the domain.
Results
The HDS1 and HDS2 domains of GBF1 are required for
localization to both LDs and Golgi membranes
In cells under normal growth conditions, GBF1 localizes
primarily to membranes of the early secretory pathway,
including the cis-Golgi and the ER–Golgi intermediate
compartment (ERGIC), cycling dynamically between
membranes and cytosol (Garcı´a-Mata et al., 2003; Niu et al.,
2005; Zhao et al., 2006). We made the surprising observation that
the HDS1 and HDS2 domains of GBF1 (shown schematically in
Fig. 1A) localize to LDs, and not to the Golgi, when expressed on
their own in cells treated with fatty acids (Ellong et al., 2011)
(see also Fig. 3C). However, this result is consistent with the
known role of GBF1 in LD metabolism, including localization of
the full-length protein to LDs in fatty-acid-treated cells (Soni
et al., 2009), and leads to two hypotheses: either HDS1 and
HDS2 localize only to LDs, and other domains of GBF1
specifically target the protein to secretory pathway membranes,
or HDS1 and HDS2 mediate localization to both sites in a
regulated manner. To distinguish between these possibilities, we
tested localization of GBF1 and deletions of HDS1, HDS2 or
the two domains together (Fig. 1). Treatment of cells with the
Arf1-GEF inhibitor brefeldin A (BFA) for 10–20 minutes leads
to an increase in the amount of GBF1 on ERGIC elements and
the Golgi, as determined by both fluorescence microscopy and
fractionation (Niu et al., 2005; Szul et al., 2005; Zhao et al.,
2006). As is the case for certain other peripherally associated
Golgi proteins that cycle dynamically between membranes and
cytosol, release from Golgi membranes occurs during the
fractionation procedure (Panic et al., 2003), but for GBF1,
treatment of cells with BFA prior to fractionation appears to
protect this release from membranes, at least partially, resulting
in ,60% of the protein remaining associated with the membrane
fraction (supplementary material Fig. S1). In contrast, deletion of
either the HDS1 or the HDS2 domain, or both together, resulted
in a primarily cytosolic localization of the protein as assayed by
fluorescence imaging (Fig. 1B–D) or subcellular fractionation
(Fig. 1E). Quantification of fluorescence images demonstrated
that the HDS1 and HDS2 deletion mutants were significantly
delocalized from the perinuclear Golgi region, both in the
absence and presence of BFA (Fig. 1B,C). Hence the HDS1 and
HDS2 domains are required for GBF1 localization to ERGIC and
Golgi membranes. Deletion of the entire C-terminal portion of
GBF1 downstream of the catalytic Sec7 domain abolished the
association of the protein with Golgi and ERGIC membranes,
in the presence or absence of BFA, as monitored both
by fluorescence microscopy and subcellular fractionation
(supplementary material Fig. S2). However, truncations
removing sequences downstream of the HDS1 and HDS2
domains all resulted in localization to membranes in both
assays (supplementary material Fig. S2), indicating that no other
regions of the GBF1 C-terminal region are required for
membrane targeting. Hence the HDS1 and HDS2 domains of
GBF1 are required both for localization to secretory pathway
membranes and to LDs.
HDS1 is a lipid-binding domain
To determine the mechanism by which the HDS1 domain
localizes to membranes, we purified HDS1 as a GST fusion from
Escherichia coli, and tested binding to liposomes in vitro using a
sucrose gradient flotation assay. We tested liposomes of different
compositions, including a phospholipid mixture derived
from soybeans called azolectin [,55% phosphatidylcholine
(PC), 20% phosphatidylethanolamine (PE), and other less
abundant phospholipid species], a mixture of phospholipids of
composition similar to Golgi membranes [‘Golgi mix’: 50% egg
Fig. 1. The C-terminal HDS1 and HDS2 domains are required for GBF1
association with ERGIC and Golgi membranes in cells. (A) Schematic
diagram of GBF1 showing homology domains and deletion constructs (left
panel), and summary of localization results (right panel). (B) HeLa cells
expressing the indicated GFP-GBF1 construct were treated with 10 mg/ml
BFA (BFA) or DMSO alone (NT, not treated) for 10 minutes at 37 C˚. Cells
were then fixed and immunostained for Golgi colocalization as described in
Materials and Methods. Scale bars: 10 mm. (C,D) Quantification of
experiments shown in B. Localization of wild-type GBF1 (C) or GBF1
deletion mutants (D) in the Golgi region was calculated as described in
Materials and Methods. In D, values were normalized against wild-type
GBF1. ***P,10210 (Standard t-test); (E) HeLa cells expressing the indicated
GFP-GBF1 construct were incubated with 10 mg/ml BFA for 10 minutes at
37 C˚ before harvesting and fractionation. The blot shown is representative of
at least three independent experiments. p58 (ERGIC53), is a marker of the
membrane fraction. C, cytosolic fraction; M, membrane fraction. Band
density was quantified using ImageJ (NIH) and the amount of membrane-
bound protein was calculated as described in Materials and Methods. Error
bars represent the 95% confidence interval. *P,0.01 (standard Student t-test).


















PC, 19% egg PE, 10% liver phosphatidylinositol (PI), 5% brain
phosphatidylserine (PS), and 16% cholesterol, where the
percentage given is a molar ratio] (Bigay et al., 2005) or pure
egg PC. We found that the HDS1 domain showed a high level of
binding to azolectin liposomes, to an extent approaching that of
myristoylated Arf1–GTP (Fig. 2A,B). HDS1 also showed high
levels of binding to Golgi mix liposomes, and to pure PC
liposomes (Fig. 2B). A single point mutation of a highly
conserved tryptophan residue (HDS1-W1028S, see below)
severely inhibited liposome binding (Fig. 2C). These results
indicate that HDS1 is a direct lipid-binding domain. Interestingly,
the HDS1 domain of GBF1 is able to bind to liposomes
containing only neutral lipids, and therefore does not have a
requirement in vitro for charged or rare lipids (e.g.
phosphorylated PIs). Furthermore, the GBF1 lipid-binding
HDS1 domain does not require another protein, such as Arf1,
to efficiently bind to liposomes, a property that differs from yeast
Sec7p, which does require Arf1–GTP for lipid binding in vitro
(Richardson et al., 2012). Hence, although GBF1 shares a similar
domain structure with that of members of the BIG/Sec7 family of
Arf GEFs (its HDS1 domain shares 23% identity and 45%
similarity with that of yeast Sec7p), the two GEFs appear to differ
in their requirement for Arf1 for lipid binding.
HDS1 binds to artificial droplets in vitro
We sought to test the ability of HDS1 to associate with artificial
LDs in vitro, using a recently developed in vitro method to
produce artificial droplets and assay protein binding by flotation
analysis (see Materials and Methods). Artificial LDs can be
formed by combining triglycerides and phospholipids, and are
stable when the level of PC, which acts as a surfactant,
is sufficiently high (Krahmer et al., 2011). Below this
concentration, an emulsion of small LDs (less than a
micrometer in diameter) in aqueous buffer undergo spontaneous
Fig. 2. HDS1 binds to liposomes and artificial droplets
in vitro. (A) Myr-Arf1 loaded with GDP or with GTP (top
panel), or GST–HDS1 (bottom panel), were incubated
with or without azolectin liposomes at 37 C˚ for
30 minutes. Sucrose gradient flotations were performed
as described in Materials and Methods. Top: top fraction.
Bot: bottom fraction. (B,C) Sucrose gradient flotations
were performed with azolectin liposomes (in B only),
liposomes of defined composition similar to Golgi
membranes (Golgi mix), egg PC liposomes (PC) or
without liposomes (no lipid). The percentage bound
protein is the ratio of protein in the top fraction to the sum
of the intensities in the top and the bottom fractions,
expressed as a percentage. W1028S indicates GST–HDS1
with the W1028S point mutation (GST–HDS1 W1028S).
(D) Myr-Arf1 loaded with GDP or with GTP was
incubated at 37 C˚ for 30 minutes with or without artificial
droplets prepared using Golgi mix phospholipids (Golgi
mix droplet) or egg PC (PC droplets). (E) GST or GST–
HDS1 incubated as in D in the absence (no lipid) or in the
presence of Golgi mix or PC droplets. Error bars represent
the standard deviation of at least three independent
experiments.


















Fig. 3. An amphipathic region in HDS1 is required for HDS1 binding to LDs in cells and in vitro. (A) Helical wheel plot of a portion of the predicted C-
terminal amphipathic helix (GBF1 1021–1041) (AH) of HDS1, showing the positions of mutated residues. a-helical properties were calculated using
Heliquest software (heliquest.ipmc.cnrs.fr/). (B) GST2HDS1, GST2HDS1 W1028S or GST2HDS1 DAH were incubated with or without artificial PC droplets
then sucrose gradient flotations were performed. Percentage protein bound was determined as described in Fig. 2. Values are means 6 standard deviation of
at least three independent experiments. (C) HeLa cells expressing mCherry2HDS1 were treated with oleic acid, then fixed and stained with BODIPY to visualize
LDs. White arrow in the inset labeled ‘(d)’ is an example of the vector along which quantifications shown in D were obtained. Scale bar: 10 mm. (D) The
LD localization of HDS1 was quantified using Imaris and ImageJ, as described in Materials and Methods. The relative average fluorescence intensity, plotted as a
function of distance (d, see part C) from a point near the LD edge, measured in pixels (px). (E) Bar graph representing the average fluorescence intensity at
18 pixels in plots such as those shown in D, normalized against that obtained for wild-type HDS1. Error bars represent the 95% confidence interval. ***P,10210
(standard t-test). (F) Images of HeLa cells expressing mCherry2HDS1 or mCherry–HDS1W1028S treated as in C. Scale bars: 1 mm. (G) HeLa cells
expressing mCherry2HDS1 (wild type or mutants) were treated with oleic acid before being fixed and stained for LD visualization as in C. Quantifications
of the association with LDs were performed as described in E. *P,1023 (standard t-test). LILAAA stands for HDS1 L1024A, I1031A, L1038A and WKSS stands
for HDS1 W1028S, K1029S.


















fusion to produce very large droplets. We tested two phospholipid
compositions, either PC alone or Golgi mix liposomes containing
50 mol % PC, above the minimum concentration to stably
maintain artificial LDs. Droplets of a relatively uniform size
were produced by extrusion. Binding of proteins to artificial LDs
was assayed by flotation, and to validate the method we first used
different forms of myristoylated Arf1 (myr-Arf1) as a control. Arf1
in its GDP-bound form (myr-Arf1–GDP) is primarily soluble,
whereas its GTP-bound form (myr-Arf1–GTP) is tightly
membrane bound when binding is assayed on liposomes of a
wide range of compositions, including PC alone (Antonny et al.,
1997). Proteomics studies have indicated that Arf1–GTP is present
on LDs purified from cells induced to form LDs by oleate
treatment (Bartz et al., 2007b). When assayed on either pure PC or
Golgi mix artificial droplets, myr-Arf1–GDP failed to bind,
whereas myr-Arf1–GTP bound as efficiently to these artificial LDs
as to liposomes (Fig. 2D). We then tested binding of GST–HDS1,
and found that it associated efficiently with artificial droplets, in
contrast to GST alone, which was unable to bind (Fig. 2E). There
was no significant difference in binding to pure PC or Golgi mix
droplets. These results demonstrate that HDS1 is capable of
binding to a phospholipid monolayer surface in vitro, and that this
domain can bind efficiently to artificial LDs containing only
neutral phospholipids.
A predicted amphipathic helix in the HDS1 C-terminal
region is necessary and sufficient for HDS1 binding to LDs
in cells and to artificial droplets in vitro
The C-terminal region of HDS1 is predicted to form an extended
amphipathic helix (AH) with the characteristics of a lipid-binding
AH (supplementary material Fig. S3A). Within this region is a
particularly highly conserved tryptophan residue (Bui et al.,
2009), on the hydrophobic side of the predicted helix, within a
smaller 21-amino-acid region with the best potential to form an
AH (Fig. 3A). To determine whether this region affects the lipid-
binding properties of HDS1 in vitro, we introduced the W1028S
mutation and deletion of the 21-amino-acid AH of HDS1 into
GST–HDS1 (region shown in Fig. 3A, DAH) and purified the
proteins from E. coli. The HDS1-W1028S mutant failed to bind
liposomes, as describe above (Fig. 2C). Both the HDS1-W1028S
and DAH mutations abolished binding of HDS1 to artificial
droplets (Fig. 3B). Hence the C-terminal amphipathic region of
HDS is essential for binding to artificial droplets in vitro.
To test the importance of the amphipathic C-terminal region
(Fig. 3A) in binding of HDS1 to LDs in cells (Fig. 3C), we first
developed an algorithm to quantify the level of an mCherry-
tagged protein associated with BODIPY-labeled LDs in
fluorescence images. Fluorescence intensity was determined
along a vector from a point within the LD interior at a fixed
distance from the edge (to allow quantification of LDs of
different sizes), and extending perpendicularly towards the
cytosol (Fig. 3C, inset). If the protein is bound to LDs,
maximum fluorescence will be found in a narrow region
encircling the LD, and the relative fluorescence will decrease
with increasing distance from the LD. If the protein is cytosolic,
this value will be relatively constant at all points from the LD
circumference. Normalized fluorescence values, averaged for all
LDs in a cell, were plotted as a function of distance from the LD
starting point. Results for cells expressing mCherry–HDS1 or
mCherry alone are plotted in Fig. 3D. To simplify comparison of
different HDS1 mutants for their capacity to associate with LDs,
levels of protein in the cytosol were quantified. Specifically, the
values of each plot at the plateau reached at a distance of 18
pixels (corresponding to ,2 mm) from the starting point were
determined, and normalized against the value obtained for wild-
type HDS1. The results obtained for cytosolic mCherry alone
compared with wild-type mCherry-HDS1 are shown in Fig. 3E.
To test the idea that the C-terminal amphipathic region of
HDS1 forms an AH, we mutated residues that would alter its
amphipathic properties, and assayed the localization of the
mutant HDS1 domains fused to mCherry. Positions of the
residues within this region that were mutated are shown in
Fig. 3A. Mutations in hydrophobic residues in the predicted non-
polar face of the HDS1 AH (W1028S, L1024A) led to decreased
LD association and an increase in the cytosolic pool of the
domain (Fig. 3F,G). Interestingly, the L1024A mutation in a
leucine residue predicted to be at the center of the proposed
amphipathic a-helix (Fig. 3A), had a severe effect on localization
of HDS1, whereas mutation of the adjacent leucines to alanines
had little effect (Fig. 3G). The triple mutation of three
hydrophobic residues on the non-polar face (L1024A, I1031A,
L1038A) had the same effect on localization as the single
L1024A mutation (Fig. 3G). Mutations in the charged residues of
the polar face (R1025 and R1040) of the HDS1 AH also resulted
in loss of LD association (Fig. 3G). A double mutant of both the
conserved Trp on the hydrophobic side and a Lys residue on the
polar side (W1028S, K1029S) had the strongest effect on
localization of HDS1 (Fig. 3G). However, mutation of the
isoleucine predicted to be at the interfacial region of the AH to
a lysine (I1023K) had no significant effect on localization
(Fig. 3G). Deletion of a major portion of the predicted
amphipathic helix (residues 1021–1041) also reduced LD
targeting of HDS1 in cells (supplementary material Fig. S3B).
These results support the conclusion that the amphipathic
property of this predicted helical region plays a crucial role in
LD binding in cells.
Our results have shown that, both in vivo and in vitro, the C-
terminal amphipathic region of the GBF1 HDS1is required for its
binding to LDs. To determine whether this region is sufficient on
its own to target LDs, we expressed amino acids 1021–1048
fused to mCherry in cells treated with oleic acid. This predicted
amphipathic helix was able, on its own, to localize to LDs
(Fig. 4A). Compared with the full-length HDS1 domain, there
was a higher level of the C-terminal AH in the cytosol (Fig. 4B),
suggesting that it targets less efficiently or is less stably
associated with LDs. In vitro, the C-terminal amphipathic
helical region of HDS1 (amino acids 1005–1048 fused to GST)
exhibited a high level of binding both to liposomes of different
composition, and to artificial droplets (Fig. 4C). Hence the C-
terminal AH of HDS1 is a lipid-binding motif, which can target
both a monolayer droplet surface and a lipid bilayer, in vitro and
in cells.
The catalytic Sec7 domain modulates the lipid-binding
domain of HDS1
Our results have shown that the HDS1 domain expressed in oleic-
acid-treated cells localizes very efficiently to LDs, with little if
any localization to other organelles detectable at steady state. To
further understand this localization mechanism, we determined
how stably mCherry–HDS1 is associated with LDs by
fluorescence recovery after photobleaching (FRAP) analysis.
Little if any significant fluorescence recovery was detected up to


















6 minutes after photobleaching of an entire LD, indicating a slow
replenishment of the majority of mCherry–HDS1 onto the LD
surface (Fig. 5A, quantification shown in Fig. 5B). Hence LD-
associated mCherry–HDS1 does not rapidly exchange with other
pools within the cell. In cells not treated with oleic acid, HDS1
was found associated both with the few LDs present, and with
structures in close proximity to the ER (Fig. 6A and data not
shown). Subcellular fractionation indicated that the majority of
HDS1 is present in the membrane fraction under these conditions
(Fig. 6C). Hence HDS1 is targeted to membrane structures when
not associated with LDs.
The fact that once associated with LDs, HDS1 is not readily
exchanged, suggests that it might be important for cells to
regulate this tight association. Indeed, in contrast to HDS1 alone,
only a small fraction of full-length GBF1 is found at LDs in cells
treated with oleic acid (Soni et al., 2009), suggesting regulation
of its localization. To determine whether other domains of GBF1
are involved in membrane association, we expressed larger
fragments of the protein. Strikingly, we found that the Sec7
domain–HDS1 tandem expressed in cells had a predominantly
cytosolic localization, both by fluorescence imaging (Fig. 6A,B)
and fractionation (Fig. 6C). In addition, the purified Sec7–HDS1
tandem was unable to associate with liposomes in vitro, in stark
contrast to HDS1 alone (Fig. 6D,E). Hence the Sec7 domain
modulates the lipid-binding capacity of HDS1, inhibiting its
ability to bind membranes both in vitro and in cells. Because the
N-terminal region of yeast Sec7p, including both the Sec7 and
HDS1 domains, binds to membranes only in the presence of Arf1
(Richardson et al., 2012), we tested the idea that the presence of
the Sec7 domain might now confer a requirement for Arf1 in
liposome binding in vitro. The Sec7–HDS1 tandem was therefore
incubated with liposomes in the presence of myr-Arf1. However,
neither the GDP-bound nor the GTP-bound forms of myr-Arf1
increased the level of binding of Sec7–HDS1 to liposomes
(Fig. 6E).
Given that the Sec7–HDS1 tandem does not localize to
membranes in cells or to liposomes in vitro, we were interested in
determining which additional domains of GBF1 are required
for membrane targeting. The C-terminal regions of GBF1
downstream of HDS2, although they may play a role, are not
required for localization to ERGIC–Golgi membranes in cells
(supplementary material Fig. S2). Hence all or part of the N-
terminal region, containing two homology domains called DCB
and HUS, is likely to be important for Golgi localization. Indeed,
we found that N-terminal truncations of GBF1 that lacked the
DCB domain failed to localize to ERGIC or Golgi structures
(supplementary material Fig. S2). We then expressed a construct
extending from the HUS domain to the end of the HDS2 domain,
Fig. 4. A C-terminal amphipathic helix within HDS1
targets LDs in cells and artificial droplets in vitro.
(A) HeLa cells expressing mCherry2HDS1 or mCherry2AH
(GBF1 1021–1048) were treated with oleic acid then fixed
and colocalization with LDs monitored by staining with
BODIPY. Scale bars: 10 mm. (B) Localization of
mCherry2HDS1 and mCherry2AH (GBF 11021–1048)
quantified as in Fig. 3D. (C) GST, GST2HDS1 or GST2AH
(GBF1 1005–1048) were incubated with either PC liposomes,
artificial PC droplets or no lipid at 37 C˚ for 30 minutes. For
each protein, the percentage of total protein in the top fraction
was determined as described in Fig. 2. Values are means 6
standard deviation of at least three independent experiments.


















encompassing both the catalytic Sec7 and HDS1 domains. This
portion of GBF1 was associated with membranes in cells,
as determined by fluorescence and fractionation analysis
(Fig. 7A,B). However, this construct, like the N-terminal
truncations, did not accumulate in the Golgi region, even when
cells were treated with BFA (data not shown), although it did
fractionate with membranes under these conditions (Fig. 7B). In
cells treated with oleic acid, this HUS-to-HDS2 construct
localized to LDs, similar to the HDS1 domain alone (Fig. 7A,
bottom panels), although with a higher level in the cytosol
(Fig. 7A, compare left and right bottom panels). Hence the HUS
domain is not sufficient to mediate targeting of the downstream
Sec7–HDS1–HDS2 domains to the Golgi, but requires in addition
the DCB domain for Golgi localization.
Discussion
We demonstrate here that the peripherally associated regulator
GBF1 localizes to lipid droplets (LDs) and to Golgi membranes
through the same lipid-binding domain. GBF1, an activator of the
Arf1 small G protein, is the first Arf1-GEF to function in the
secretory pathway, and also plays an important role in LD
metabolism (Donaldson and Jackson, 2011; Walther and Farese,
2012). Two domains of GBF1, HDS1 and HDS2, localize on their
own to LDs in cells, whereas the full-length GBF1 protein
localizes primarily to membranes of the secretory pathway, even
in cells induced to produce LDs by treatment with fatty acids
(Ellong et al., 2011; Soni et al., 2009). In this study, we focused
on the HDS1 domain, located directly downstream of the
catalytic Sec7 domain of GBF1, showing that it is capable of
binding both bilayer liposomes and monolayer droplets in vitro.
We also show that this potent LD-binding capacity of HDS1 is
attenuated by the Sec7 domain, because the Sec7 domain–HDS1
tandem is soluble, both in vitro and in cells. Further addition of
the upstream HUS domain results in a construct that can bind to
membranes in cells, but does not accumulate on Golgi or ERGIC
membranes at steady state. The full N-terminal region is required
for GBF1 to maintain a persistent association with Golgi
membranes.
During Golgi maturation, there is sequential activation of Arf1,
first by a GBF family member at the cis-Golgi, then by a BIG
family member at the trans-Golgi (Gillingham and Munro, 2007).
Fromme and colleagues have proposed that the Arf1-dependent
interaction of the Sec7p HDS1 domain is important to restrict
binding of this late-acting Arf-GEF to membranes on which Arf1
has already been activated (Richardson et al., 2012). In this
context, it is significant that the GBF1 HDS1 domain does not
require Arf1 for binding, nor does activated Arf1 enhance
binding of the HDS1 domain to liposomes in vitro. The Arf1-
independent binding of GBF HDS1 and the Arf1-dependent lipid
binding of the equivalent domain in BIG/Sec7 will ensure that
GBF1 Arf-GEFs are recruited prior to BIG/Sec7 proteins, thus
providing directionality in trafficking through the Golgi.
Together with these previous studies, our results support the
idea of a general mechanism for binding of the GBF and BIG
Arf-GEFs to membranes. For GBF1, both the HDS1 and HDS2
domains are required for GBF1 localization in cells, and the N-
terminal region, which has been shown to bind to Rab1 (Monetta
et al., 2007), is necessary to target GBF1 to Golgi membranes.
Localization of BIG1, a mammalian and Drosophila homologue
of yeast Sec7p, to late Golgi membranes requires binding of the
BIG1 N-terminus to activated Arl1, a marker of the late Golgi
(Christis and Munro, 2012). Hence, as for GBF1, both interaction
of the HDS1 domain directly with lipids, and interaction of the N-
terminus with another small G protein are involved in specific
targeting of the BIG/Sec7 Arf-GEFs.
Our in vitro data indicate that HDS1, through its C-terminal
amphipathic region, is able to efficiently bind to liposomes or
artificial droplets containing PC alone. Hence a specific
phosphorylated phosphoinositide, other charged lipids, or
cholesterol are not required for lipid binding by HDS1, in
keeping with the composition of both early Golgi membranes and
LDs. Interestingly, a recent study has shown that a larger region
of GBF1, including HDS1 and HDS2, as well as a 90-amino-acid
region downstream, can target the leading edge of migrating
neutrophils through specific recognition of phosphatidylinositol
3-phosphate and other products of phosphoinositide 3-kinase
gamma (Mazaki et al., 2012). HDS1 and HDS2 on their own do
not bind to phosphatidylinositol 3-phosphate, nor target the
leading edge, but require the 90-amino-acid proline-rich region
immediately downstream of HDS2 for this targeting. The
fascinating picture that emerges is that the HDS1 domain (and
probably HDS2 as well) are lipid-binding domains that have the
capacity to bind to different membranes in cells, with other
Fig. 5. The GBF1 HDS1 domain is stably associated with LDs. (A) HeLa
cells expressing mCherry–HDS1 were treated with 400 mM oleic acid and
incubated for 16–20 hours, then BODIPY was added prior to imaging. FRAP
experiments were performed on isolated LDs as described in Materials and
Methods. The arrow indicates an LD in which the mCherry signal was
photobleached at time 0. Pre-bleach (left), immediately after bleach (middle),
and post-bleach (right) images are shown. mCherry fluorescence is shown in
the main panels; the insets are overlays of the channels showing the
photobleached LD labeled with BODIPY. Scale bar: 10 mm. (B) Average
fluorescence intensity in the red channel corrected for photobleaching is
plotted as a function of time. 55 cells in three independent experiments
performed as illustrated in A were analyzed. Error bars represent the 95%
confidence interval.


















regions of the GBF1 protein conferring specific information that
targets the protein either to membranes of the early secretory
pathway, LDs of oleic-acid-treated cells or the leading edge of
migrating cells. For Golgi targeting of GBF1, protein–protein
interactions are probably involved in addition to the protein–lipid
interaction we reveal here. For LD localization of either GBF1 or
the HDS1 domain alone, we have not ruled out the possibility that
protein–protein interactions are involved in targeting. Although
the HDS1 domain can localize to liposomes in vitro in the
absence of additional proteins, we have evidence of interactions
with LD-localized proteins that may possibly contribute to
targeting (Ellong et al., 2011); coincidence detection mechanisms
involving both may operate. Further studies are required to
determine whether protein–lipid interactions may be solely
responsible for targeting HDS1 to LDs, and by what mechanism.
The C-terminal region of the lipid-binding HDS1 domain of
GBF1 is an amphipathic region predicted to form an a-helix on
membranes. We have shown here that this region on its own is
able to bind to LDs in cells, as well as to droplets in vitro,
indicating that it is an LD targeting motif. Our mutagenesis
analysis of this region supports the conclusion that it forms an
amphipathic helix in vitro and in cells, and that this property is
important for its targeting to LDs. Interestingly, other proteins,
including perilipins (Bulankina et al., 2009), hepatitis C virus
(HCV) core protein (Boulant et al., 2006), HCV NS5A protein,
the antiviral peptide viperin (Hinson and Cresswell, 2009) and
CTP:phosphocholine cytidylyltransferase a (CCTa) (Krahmer
et al., 2011), all have amphipathic helices that are necessary and
sufficient for targeting to LDs. Because the LD surface is a
phospholipid monolayer, amphipathic helices are ideal
Fig. 6. The catalytic Sec7 domain of GBF1
inhibits membrane localization of HDS1, both in
cells and in vitro. (A) HeLa cells expressing
mCherry2HDS1 or the mCherry2Sec72HDS1
tandem were fixed and stained to visualize LDs as
described in Fig. 3. Scale bars: 10 mm. (B) HeLa
cells expressing GFP, GFP2GBF1 or
GFP2Sec72HDS1 were incubated with 10 mg/ml
BFA for 10 minutes at 37 C˚ then fixed and
immunostained for Golgi localization, and the
signal within the Golgi region was calculated as
described in Materials and Methods. Error bars
represent the 95% confidence interval.
(C) Fractionation of HeLa cells (not treated with
BFA) expressing GFP, GFP2Sec7, GFP2HDS1 or
GFP2Sec72HDS1 was performed as described in
Fig. 1. Representative images of western blots are
shown (left panel); the means and standard
deviation of at least three experiments were
calculated (right panel). C, cytosolic fraction; M,
membrane fraction. (D) Flotation assay in which
azolectin liposomes were incubated with either
GST2HDS1, GST2Sec7 or GST2Sec72HDS1.
(E) Azolectin liposomes were loaded with Myr-
Arf1(GDP), with Myr-Arf1(GTP), or not loaded
with Myr-Arf1 (control), then incubated with either
GST2HDS1, GST2Sec7 or GST2Sec72HDS1.
Percentage protein bound was determined as
described in Fig. 2. Values are means 6 standard
deviation of at least three independent experiments.


















localization devices, as they enter the interfacial region of only a
single phospholipid monolayer. Although HDS1 can bind both to
bilayer liposomes and droplets surrounded by a phospholipid
monolayer in vitro, it localizes primarily to LDs in cells, in a
stable manner. Other LD-associated proteins that are localized
through AHs, including specific perilipins (Wang et al., 2009)
and CCTa (Krahmer et al., 2011) are also stably associated with
the LD surface. This could be due to either interactions of these
AH-containing proteins with other LD resident proteins, or the
biophysical properties of the LD phospholipid monolayer surface
that lead to a stable association of an AH once it is bound.
Interestingly, in addition to AH-containing LD proteins, the
enzyme catalyzing the first step in triglyceride biosynthesis,
glycerol-3-phosphate acyltransferase 4 (GPAT4), has been shown
to localize both to the ER and to LDs, and once on the LD
surface, it does not return to the ER (Wilfling et al., 2013). This
property may be a general principle of LD-binding proteins.
Materials and Methods
Plasmids and antibodies
Plasmids used in this study are listed in supplementary material Table S1. All
constructs were confirmed by DNA sequencing. HDS1 was cloned into pGEX-4T1
using EcoRI and SalI sites; Sec7 and Sec7-HDS1 using BamHI and XhoI sites.
GBF1 and truncated forms were cloned into XhoI and KpnI sites of pVenus-C1 and
pmCherry-C1 (generous gifts from George Patterson, NIH, USA). GBF1-DHDS1,
-DHDS2 and -DHDS1-2 were derived from pEGFP-GBF1-887Xho (which has a
XhoI site after amino acid 887 of GBF1; a kind gift from Y. Mazaki and H. Sabe,
Kumamoto, Japan) by PCR amplification of appropriate C-terminal regions of
GBF1 and cloning into XhoI and NotI sites. The following antibodies were used:
mouse anti-GST (Sigma-Aldrich, St Louis, MO, USA), mouse anti-GFP (Roche
Diagnostics, Indianapolis, IN, USA), mouse anti-GBF1 (BD Biosciences, Franklin
Lakes, NJ, USA), rabbit anti-ERGIC53/p58 (Sigma-Aldrich), mouse anti-b-actin
(Abcam, Cambridge, MA, USA), rabbit anti-ATGL (Cell Signaling Technology,
Danvers, MA, USA), guinea pig anti-ADRP (Progen Biotechnik, Heidelberg,
Germany), mouse anti-GM130 (BD Biosciences).
Expression and purification of recombinant proteins in E. coli
GST was expressed and purified as described previously (Ellong et al., 2011).
Myr-Arf1 was purified from BL21Gold(DE3) cells transformed with pET11d-
Arf1 and pBB(NMT) (generous gifts of Bruno Antonny, Sophia Antipolis,
France) as described (Franco et al., 1995). GST-HDS1 (wild type, W1028S and
DAH) were induced in E. coli strain C41(DE3) with isopropyl-b-D
thiogalactopyranoside (IPTG, Euromedex, Strasbourg, France) at 30 C˚ for
4 hours. GST-Sec7-GBF1 and GST-Sec7-HDS1-GBF1 were induced in E. coli
strain Rosetta(DE3)pLys with IPTG at 20 C˚ overnight (for GST-Sec7) or at 37 C˚
for 2 hours (for GST-Sec7-HDS1). For HDS1-containing proteins, lysis was
carried out in TEX buffer (50 mM Tris-HCl pH 8.0, 100 mM NaCl, 1 mM
EDTA, 1 mM DTT) in the presence of Complete Mini Protease Inhibitor cocktail
(Roche Diagnostics), 2 mM phenylmethylsulfonyl fluoride (PMSF, USB), 0.5%
Nonidet P40 substitute (NP40, Sigma-Aldrich) and 0.5% Triton X-100 (Sigma-
Aldrich). Proteins were purified on a glutathione–Sepharose 4B resin (GE
Healthcare, Little Chalfont, Buckinghamshire, UK) at 4 C˚ and eluted in 15 ml
TEX supplemented with 50 mM reduced L-glutathione, 0.5% NP40 and 0.5%
Triton X-100, then dialyzed against 10 mM Tris-HCl pH 8.0, 50 mM NaCl,
1 mM DTT buffer and concentrated with a Vivaspin system (Sartorus Stedim,
Palaiseau, France). Concentrations were determined with BCA Protein Assay kit
(Thermo Scientifique/Pierce Brebie`res, France).
Fig. 7. The N-terminal region of GBF1 is required for
maintenance of Golgi localization in cells. (A) HeLa cells
expressing Venus2HDS1, GFP2Sec72HDS1 or
Venus2GBF1 211–1278 were treated (+OA) or not (NT)
with 400 mM oleic acid, then imaged by confocal
microscopy at 37 C˚. Scale bars: 10 mm. (B) HeLa cells
expressing the indicated GBF1 construct were treated with
BFA before processing for fractionation as described. The
image shown is representative of at least two independent
transfections. C, cytosolic fraction; M, membrane fraction.
Quantification was performed as described in Fig. 1; means
6 standard deviation from at least two independent
experiments are shown.


















For GST–Sec7–GBF1, cells from a 1 liter culture were sonicated in 20 ml of
buffer A (100 mM sodium phosphate pH 8.0, 300 mM NaCl, 2 mM DTT)
supplemented with 0.5% sodium deoxycholate and Complete Mini Protease
Inhibitor cocktail. Cells were centrifuged and the supernatant was loaded on a
glutathione–Sepharose 4B column. The resin was washed with buffer A, then with
buffer A containing increasing concentration of reduced L-glutathione: 10 mM,
30 mM then 50 mM. Protein eluted in the final two washing steps was dialyzed
against 10 mM Tris-HCl pH 8.0, 100 mM NaCl, 2 mM DTT buffer, and
concentrated with a Vivaspin system.
Liposome and artificial droplet preparation
Azolectin (L-phosphatidylcholine type IV-S) was from Sigma-Aldrich; other lipids
were from Avanti Polar Lipids/Coger (Paris, France). Golgi-mix phospholipids
contained (mol%) egg PC (50), egg PE (19), brain PS (5), liver PI (10), cholesterol
(16), NBD-PE (0.2). For liposome preparation, a dried film was prepared in a glass
tube by evaporation of a mixture of the indicated lipids in chloroform (azolectin,
Golgi mix or PC only) and resuspended in HK buffer (50 mM HEPES-KOH
pH 7.2 and 120 mM potassium acetate). After five freeze–thaw cycles, the
liposome suspension was extruded 19 times through polycarbonate filters (pore
size of 0.4 mm for defined composition liposomes or 0.1 mm for azolectin
liposomes) using a hand extruder (Avanti Polar Lipids) at a final lipid
concentration of 20 mg/ml for azolectin liposomes and 1 mM for defined
composition liposomes. Liposomes were stored at room temperature and used
within 2 days after preparation. Artificial droplets were prepared as described
previously (Thiam et al., 2013). Briefly, 70 ml triolein (Sigma-Aldrich) were
mixed in a glass tube with 0.5 mmol phospholipids and 1 pmol NBD-PE.
Chloroform was evaporated under an argon flow, then under vacuum. The oil was
dispersed in 1 ml of HK buffer by vigorous vortexing, then extruded nine times
through a 1 mm pore size nitrocellulose membrane. Artificial droplets were stored
at room temperature and used the day of the preparation.
Lipid binding assays
For proteins purified in the presence of detergent, Pierce Detergent Removal Spin
Columns (Thermo Scientifique/Pierce) were used according to manufacturer’s
instructions. Proteins were incubated with liposomes or artificial droplets in HK
buffer containing 1 mM MgCl2 and 1 mM DTT (HKM buffer) at 37 C˚ for
30 minutes in a total volume of 58 ml. Nucleotide (100 mM of GTP or GDP) was
loaded onto Myr-Arf1 in the presence of lipids (liposomes or droplets) and 2 mM
EDTA for 30 minutes at 37 C˚, then 2 mM MgCl2 was added. The suspension was
adjusted to 31.5% sucrose by adding 42 ml of a 75% w/v sucrose solution in HKM
buffer, then overlaid with 75 ml HKM buffer containing 25% w/v sucrose, and
finally 10 ml HKM buffer. The sample was centrifuged at 55,000 rpm (259,000 g)
in a Beckman rotor TLS 55 for 1 hour at 20 C˚. The bottom (95 ml), middle (75 ml)
and top (20 ml) fractions were manually collected from the bottom using a syringe
(Hamilton Company, Bonaduz, Switzerland) and analyzed by SDS–PAGE using
Blue Silver Staining (Candiano et al., 2004). Gels were scanned and
quantifications performed using ImageJ (NIH, Bethesda, MD, USA). Except for
azolectin liposomes, the recovery of the liposomes/artificial droplets after fraction
collection was checked using NBD-PE fluorescence with a FUJI LAS-3000
fluorescence imaging system.
Cell culture and transfection
HeLa and Cos7 cells were grown in Dulbecco’s modified Eagle’s medium
(DMEM) supplemented with 4.5 g/l glucose, 4 mM L-glutamine, 1 mM sodium
pyruvate (GE Healthcare) and 10% fetal bovine serum (Invitrogen, Carlsbad, CA,
USA). Retinal pigment epithelial (RPE-1) cells were grown in DMEM/Ham’s F12
medium (1:1; PAA, Les Mureaux, France) supplemented with 10% FBS.
Subconfluent cells were transfected with plasmids using Lipofectamine 2000
(Invitrogen) or FuGENE-6 (Roche Diagnostics). Oleic acid (OA) complexed with
BSA was prepared as described previously (Soni et al., 2009). For overnight OA
treatment, at 8 hour post-transfection cells were treated with 100–400 mM OA and
incubated for an additional 16–20 hours before preparation for imaging. BFA
(Sigma-Aldrich) was added to cells at 5–10 mg/ml for 5–10 minutes before
preparation for imaging.
Immunofluorescence and microscopy
For immunofluorescence microscopy, HeLa cells were grown on glass coverslips
and fixed with 4% formaldehyde (Sigma-Aldrich) at room temperature for
15 minutes. Cells were incubated for 40 minutes to 1 hour in blocking buffer
[20 mM glycine, 0.3% BSA, 0.01% saponin (Sigma-Aldrich, St Louis, MO, USA)
in PBS buffer] at room temperature, and probed with primary antibody for
16 hours at 4 C˚, then with secondary antibody for 1 hour at room temperature. To
stain the LD cores, cells were incubated with 1 mg/ml BODIPY 493/503
(Invitrogen) in PBS for 20 minutes at room temperature. Coverslips were
mounted on glass slides using Prolong Antifade Gold (Invitrogen), sealed and
stored at 4 C˚. Images and z-stack images were acquired using an inverted confocal
laser scanning microscope (TCS SP5 AOBS Tandem resonant Scanner, Leica).
The percentage of signal in the Golgi region was determined with the following
equation:
IGo lg i(%)~
IntGo lg i{(AvgbackgroundAGo lg i)
IntAll{(AvgbackgroundAall)
, ð1Þ
where IntGolgi is the intensity of the signal within the Golgi region automatically
segmented with the GM130 signal, Avgbackground is the average noise measured in a
region outside cell, AGolgi is the area of the Golgi region, Intall is the intensity of the
whole image and Aall is the area of the image.
Fluorescence recovery after photobleaching (FRAP) experiments were
performed as described previously (Soni et al., 2009). Three pre-bleach images
were taken at low laser intensity. Then, the region of interest (ROI) corresponding
to one single isolated LD was scanned three times with the appropriate laser line at
full laser power to photobleach mCherry fluorescence. Fluorescence recovery into
the ROI was monitored immediately after the bleach by time-lapse imaging at low-









where Icell(t0) is the prebleach whole cell intensity, Icell(t) is the whole cell intensity
at time t, IROI(t0) is the intensity in the bleached ROI before the bleach, and IROI(t)
is the intensity in the bleached ROI at time t. For each quantification, the number
of cells imaged, from at least three independent transfections, is indicated (n).
Quantification of protein distribution around LDs
Image processing algorithms were developed to quantify the intensity of the signal
as a function of the distance to LD volume using Imaris 7.6 (Bitplane) and ImageJ.
All images were processed with the same parameters. LD size and position were
determined first with the Imaris Spots detection tool using the region growing
option on the green channel which correspond to the LD core stained with
BODIPY 493/503. An image of isolated LD positions was then generated and
exported to ImageJ in order to identify pixels which were inside the cell and
outside LDs in the red channel (pmCherry fusion proteins). These pixels were
obtained using filtering and mathematical morphology in the following way: an
exact Euclidean distance transformation in 3D was first performed from the image
of isolated LD positions to create a new image where the values of the intensities
of pixels were equal to the distance from the center of LD previously obtained.
Successive thresholds of this distance map were performed in order to create a
mask for each distance from LDs. These masks were used to select pixels and were
quantified in the red channel. Another mask corresponding to borders of the cell
was obtained by filtering (median filter) and thresholding with a low level in the
red channel. Finally, the average signal in the red channel of the pixels included in
the mask of the cell was calculated for each distance to the center of LDs. The
average signal was normalized against the maximum value and plotted against the
distance to LDs to generate an intensity profile of the red channel signal along the
cross section of LDs.
Subcellular fractionation
Cells were incubated with 10 mg/ml BFA for 10 minutes at 37 C˚, then washed with
ice-cold PBS, scraped from plates and centrifuged at 1500 g for 5 minutes at 4 C˚.
Approximately 1.56106 cells were used for each condition. Cell pellets were
resuspended in 200 ml of 50 mM HEPES-KOH pH 7.5, 100 mM KCl, 1 mM
MgCl2, 1 mM DTT, supplemented with protease inhibitors (GE Healthcare), by five
passages through a 26-gauge needle on ice and disrupted by five passages through a
30-gauge needle on ice. Cell lysates were centrifuged at 5000 g for 10 minutes at
4 C˚, and 100 ml of the post-nuclear supernatant were centrifuged at 100,000 g for
50 minutes at 4 C˚ using a Beckman swing rotor (TLS-55). Two fractions, cytosol
(supernatant) and membranes (pellet), were collected. The membrane fraction was
resuspended in 50 ml homogenization buffer supplemented with 1% Triton X-100,
1% NP40 and 0.1% SDS (Invitrogen). Equivalent volumes of the two fractions were
then analyzed by SDS-PAGE, transferred to nitrocellulose membranes and blotted
with an antibody against GFP. Images were acquired using a FUJI LAS-3000
fluorescence imaging system and quantification of at least three independent
experiments was performed using ImageJ. The percentage of membrane-bound





where Den[M] is the density of the membrane fraction band and Den[C] is the density
of the cytosolic fraction band.
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SUPPLEMENTARY FIGURE LEGENDS 
 
Figure S1: BFA treatment stabilizes the association of overexpressed GFP-GBF1 with 
membranes. (A) HeLa cells expressing GFP-GBF1 were incubated with 10 µg/mL BFA or DMSO 
(NT) for 10 min at 37°C before fractionation analysis. Blot shown is representative of 4 independent 
experiments. C: cytosolic fraction. M: membrane fraction. β-actin: marker of cytosolic fraction. p58: 
marker of membrane fraction; (B) Band density was quantified using Image J software (NIH) and the 
amount of membrane bound protein was calculated as described in Materials and Methods. Error bars 
represent the 95% confidence interval. ***p-value <10-6 (Standard t-test). 
 
Figure S2: Both the C-terminus and the N-terminus of GBF1 are required for localization to 
ERGIC and Golgi membranes in cells. (A) HeLa, RPE-1 and/or Cos7 cells expressing the indicated 
pVenus-GBF1 construction were treated with BFA (+BFA) or DMSO diluent alone (not treated) after 
overnight incubation and live cell imaging was performed. The Golgi/ERGIC localization (+) is 
defined as an accumulation of signal in the perinuclear region whereas the cytoplasmic localization (-) 
corresponds to a diffuse signal throughout the cell; (B) Fractionation of cells expressing the indicated 
GFP-GBF1 construct after treatment with 10 µg/mL BFA for 10 min. Blot shown is representative of 3 
independent experiments. C: cytosolic fraction. M: membrane fraction. β-actin: marker of cytosolic 
fraction. Quantifications shown in the bottom panel were performed as described in Figure 1. Error 
bars represent the 95% confidence interval. * p-value< 0.001 (Standard Student t-test). 
 
Figure S3: The C-terminal amphipathic region of HDS1 and effects of mutations within this 
region on HDS1 lipid binding. (A) Helical wheel plot of the predicted C-terminal amphipathic region 
of HDS1 (GBF1 amino acids 1005-1041) showing the conserved tryptophan (W1028). Calculations of 
α-helical properties were performed using the Heliquest prediction software (heliquest.ipmc.cnrs.fr/); 
(B) HeLa cells expressing mCherry-HDS1 wild type or with the deletion of the AH shown in Figure 
3A, the C-terminal portion of the region shown in part (A) (GBF1 amino acids 1021-1041) were treated 
with oleic acid before fixing and staining with BODIPY to visualize LDs as described in Figure 3. 
Quantifications of the association with LDs were performed as described in Materials and Methods. *p-
value <10-3 (Standard t-test). 
Supplemental Table S1. Plasmids used in this study 
 
Plasmid Expressed protein Reference 
pTKN101 Venus-GBF1(1-1856) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pVenus-N-GBF1 Venus-GBF1(1-900) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pVenus-GBF1-1060 Venus-GBF1(1-1060) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pVenus-GBF1-1273 Venus-GBF1(1-1273) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pVenus-GBF1-1440 Venus-GBF1(1-1440) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pVenus-GBF1-1670 Venus-GBF1(1-1670) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pTKN265 Venus-GBF1(89-1856) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pTKN900 Venus-GBF1(300-1856) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pTKN1500 Venus-GBF1(500-1856) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pVenus-HDS1-GBF1 Venus-GBF1(900-1067) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pVenus-HDS2-GBF1 Venus-GBF1(1067-1278) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pVenus-C-GBF1 Venus-GBF1(710-1856) (H. sapiens) Jackson Laboratory 
pVenus-GBF1-
HUStoHDS2 
Venus-GBF1(211-1278) (H. sapiens) This study 
pEGFP-GBF1ΔHDS1 GFP-GBF1 with aa 887-1066 deleted (H. sapiens)  This study 
pEGFP-GBF1ΔHDS2 GFP-GBF1 with aa 1068-1278 deleted (H. sapiens)  This study 
pEGFP-GBF1ΔHDS1-2 GFP-GBF1 with aa 887-1278 deleted (H. sapiens) This study 
pEGFP-GBF1ΔAH GFP-GBF1with aa 1021-1041 deleted (H. sapiens) This study 
pEGFP-GBF1-Sec7-
HDS1 
GFP-GBF1(710-1066) (H. sapiens) This study 
pEYFP-Sec7-GBF1 YFP-GBF1(710-894) (H. sapiens) Jackson laboratory 
pEYFP-GBF1ΔSec7 YFP-GBF1 with aa 710-900 deleted (H. sapiens) Jackson laboratory 
pEGFP-GBF1-AH GFP-GBF1(1021-1048) (H. sapiens) This study 
pVenus-GBF1-AH Venus-GBF1(1021-1048) (H. sapiens) This study 
pmCherry-C1 mCherry George Pattersona 
pmCherry-HDS1-GBF1 mCherry-GBF1(911-1066) (H. sapiens) This study 
pmCherry-HDS1-GBF1-
I1023K 
mCherry-GBF1(911-1066) with the I1023K 




mCherry-GBF1(911-1066) with the L1024A 




mCherry-GBF1(911-1066) with the R1025S 




mCherry-GBF1(911-1066) with the W1028S 




mCherry-GBF1(911-1066) with the I1031A 




mCherry-GBF1(911-1066) with the L1038A 




mCherry-GBF1(911-1066) with the R1040S 




mCherry-GBF1(911-1066) with the R1025S and 




mCherry-GBF1(911-1066) with the W1028S and 




mCherry-GBF1(911-1066) with the L1024A, 
I1031A and L1038A mutations (H. sapiens) 
This study 
pmCherry-GBF1-AH mCherry-GBF1(1021-1048) (H. sapiens) This study 
pmCherry-Sec7-HDS1-
GBF1 
mCherry-GBF1(710-1066) (H. sapiens) This study 
pGEX-4T1-Sec7-GBF1 GST-GBF1(689-895) (H. sapiens) This study 
pGEX-4T1-Sec7-HDS1 GST-GBF1(695-1066) (H. sapiens) This study 
pGEX-4T1-HDS1-GBF1 GST-GBF1(911-1066) (H. sapiens) This study 
pGEX-4T1-HDS1-
W1028S-GBF1 





GST-GBF1(911-1066) with aa 1021-1041 deleted 
(H. sapiens) 
This study 
pGEX-4T1-AH-GBF1 GST-GBF1(1005-1048) (H. sapiens) This study 
pET11d-Arf1 Arf1 (Bos taurus) Bruno Antonnyb 
pBB(NMT) N-myristoyltransferase (S. cerevisiae) Bruno Antonnyb 
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a cellule eucaryote compartimentalise ses tâches au sein d’organelles 
communiquant les unes avec les autres au moyen de vésicules de 
transport. Le trafic vésiculaire est contrôlé par des petites protéines G 
de la superfamille Ras, activées par un changement de nucléotide guanidique 
catalysé par un facteur d’échange (GEF). En particulier, au niveau du cis-Golgi la 
petite protéine G Arf1 est activée par le facteur d’échange GBF1, permettant le 
transport rétrograde des vésicules COPI vers le réticulum endoplasmique. 
Récemment, GBF1 a été impliqué dans d’autres fonctions, notamment dans le cycle 
réplicatif de certains virus ou dans le métabolisme des gouttelettes lipidiques. 
Les gouttelettes lipidiques sont les organelles ubiquitaires du stockage des 
lipides et ont un rôle majeur dans l’homéostasie des lipides à l’échelle de la cellule. 
Le trafic intracellulaire des ces organelles dynamiques serait contrôlé par des 
petites protéines G. Notre équipe a montré dans une précédente étude que GBF1 
est localisé sur les gouttelettes lipidiques et est impliqué dans le recrutement de 
PLIN2 et de la lipase ATGL sur les gouttelettes lipidiques.  
Cette thèse montre, grâce à des études de biologie cellulaire et de microscopie, 
que GBF1 possède un domaine de fixation aux phospholipides via une hélice 
amphipatique. Cette hélice est nécessaire et suffisante pour l’association aux 
gouttelettes lipidiques in cellulo. La régulation de la localisation de GBF1 repose sur 
l’interaction avec Rab1B (cascade entre Rab1 et Arf1 dans la voie sécrétoire 
précoce) ainsi que sur les interactions intramoléculaires entre les différents 






he eukaryotic cell physically separates its functions within several 
membrane-bound organelles, which communicate using vesicles. 
Vesicular trafficking is under the control of small GTPases that exist as 
an inactive GDP-bound form and an active GTP-bound form. The switch between 
GDP and GTP is catalyzed by a guanine nucleotide exchange factor (GEF). On cis-
Golgi membranes, Arf1, activated by the large GEF GBF1, recruits the COPI coat. 
COPI coated vesicles ensure the retrograde transport from the Golgi to the ER. 
Recently, GBF1 has been implicated in other pathways, such as the life cycle of 
various viruses and lipid droplet metabolism. 
Lipid droplets (LD), the major lipid storage organelle, play a major role in lipid 
homeostasis within the cell. LDs are connected to membrane trafficking and are 
therefore under the control of GTPases. In previous studies, our team showed that 
GBF1 localizes around LDs and that it is required for protein loading onto the LD 
surface.  
Here, data support the idea that GBF1 localizes to the LD surface. Using cell 
biology tools and microscopy, we identified, within GBF1, a lipid binding domain. 
In this domain, a single amphipathic helix is necessary and sufficient for LD 
targeting in cells. The regulation of GBF1 localization relies on interaction with 
Rab1 (data support a Rab1-Arf1 cascade between the ER and the Golgi) and on 
intramolecular interactions between GBF1 domains.  
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